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A pesar de los numerosos estudios publicados sobre la vida a altas temperaturas, 
aún existen aspectos fundamentales por comprender. La presente tesis estudia la 
vida microbiana a altas temperaturas desde diferentes enfoques. Por un lado, 
analizamos la influencia de la temperatura sobre la distribución de los 
microorganismos tomando como modelo un gradiente de temperatura natural de 
50ºC en una fuente termal. La temperatura y las interacciones entre sus 
componentes resultaron ser determinantes para estructurar las comunidades 
microbianas. El aislamiento de una nueva especie de bacteria termófila extrema 
y anaeróbica, Fervidobacterium thailandense FC2004T, y la secuenciación de su 
genoma hace posible un estudio en detalle y su clasificación taxonómica. La 
comparación de cuatro genomas dentro del género Fervidobacterium ha 
permitido determinar que los genes que codifican transposasas son un modelo 
adecuado para analizar fenómenos de intercambio de material genético 
(transferencia horizontal de genes, HGT) y evaluar la plasticidad de estos 
genomas y su historia evolutiva. Los microorganismos termófilos viven a 
temperaturas a las que numerosas biomoléculas, como el NADH, son inestables. 
La viscosidad influye decisivamente en la estabilización de esas pequeñas 
biomoléculas. La viscosidad intracelular en microorganismos termófilos (entre 
50 y 80ºC) era relativamente elevada, lo que confirma el efecto estabilizador de 
la viscosidad. Esta tesis contribuye a comprender la importancia de la 
temperatura sobre los microorganismos y sus comunidades microbianas, su 
capacidad para desarrollarse a temperaturas elevadas, así como el dinamismo de 




















Los microorganismos destacan por su gran diversidad y abundancia. Se 
considera que los microorganismos constituyen el grupo de organismos más 
diverso en nuestro planeta (Curtis et al., 2002). Esta gran diversidad de 
microorganismos se refleja en el árbol filogenético universal (Figura 1.1) 
(Woese et al., 1990), ya que sólo dos de las ramas finales del dominio Eukarya 
corresponden con organismos superiores (animales y plantas), mientas que el 
resto de organismos corresponden con formas de vida microbiana, 
principalmente representados en los dominios Bacteria y Archaea. Se considera 
que sólo se conoce un porcentaje mínimo del total de las especies microbianas 
existentes (Rappé y Giovannoni, 2003).  
 
Otra característica de los microorganismos es su gran versatilidad metabólica. 
Este rasgo explica, entre otros, el papel esencial que juegan en los ciclos 
biogeoquímicos de los elementos (Whitman et al., 1998). Existen 
transformaciones biogeoquímicas que son llevadas a cabo exclusivamente por 
microorganismos, como por ejemplo, la metanogénesis (producción de metano), 
la desnitrificación (transformación de nitrato a nitrógeno) o la reducción de 
sulfato (reducción de sulfato generando sulfhídrico), entre otras.  
 
Debido a su versatilidad, los microorganismos son capaces de desarrollarse en 
gran variedad de hábitats y de adaptarse a distintas condiciones (Cases y de 
Lorenzo, 2002). Por ejemplo, existen microorganismos que viven en condiciones 
que se consideran extremas desde el punto de vista antropocéntrico (Vorgias y 
Antranikian., 2004), a estos microorganismos se les conoce con el nombre de 
extremófilos. Entre los microorganismos extremófilos están los psicrófilos (si 
viven a baja temperatura), termófilos (viven a altas temperaturas), halófilos (alta 
concentración de sales), acidófilos (pH ácido), alcalófilos (pH alcalino), 
barófilos (elevada presión) o xerófilos (resistentes a desecación), entre otros. Los 
microorganismos extremófilos emplean diversas estrategias para vivir en esas 























Figura 1.1. Árbol filogenético simplificado de los organismos vivos basado en 
secuencias de las subunidades pequeñas de genes de ARNr (16S para 









gran interés biológico, tanto desde el punto de vista evolutivo y fisiológico como 
biotecnológico. 
 
1.1 Diversidad microbiana 
 
La diversidad microbiana se refiere a la variedad de microorganismos existentes. 
Conocer la diversidad microbiana es importante para entender el papel de los 
microorganismos en el funcionamiento de los ecosistemas y evaluar su 
aplicabilidad biotecnológica. 
 
Históricamente, la forma de determinar los microorganismos presentes en una 
muestra se basaba en su cultivo. Según los conocimientos actuales, esta 
metodología resulta insuficiente para el estudio de los microorganismos en 
sistemas naturales ya que sabemos que sólo un máximo del 1% de los 
microorganismos suelen poder ser cultivados (Hugenholtz et al., 1998; González 
y Saiz-Jiménez, 2004). Atendiendo únicamente a los cultivados, la visión que 
obtendríamos sobre los microorganismos presentes en una muestra concreta 
resultaría muy limitada. 
 
Más recientemente, el desarrollo de técnicas de Biología Molecular ha supuesto 
un gran avance. Su uso puso de manifiesto una elevada diversidad microbiana en 
la naturaleza (Amann et al., 1995; Pace, 1997; Muyzer y Smalla, 1998) y 
permitió el conocimiento de grupos microbianos desconocidos hasta la fecha 
(Kemp y Aller, 2004). En particular, las secuencias de los genes que codifican 
ARN ribosómico, especialmente el 16S (en procariotas) y 18S (en eucariotas) 
(ARNr 16S y 18S, respectivamente), han sido utilizados para inferir relaciones 
filogenéticas entre microorganismos (Woese, 1987; Yilmaz et al., 2014). Otros 
genes o, por ejemplo la región intergénica entre genes ARNr, también son 
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utilizados frecuentemente para la diferenciación de microorganismos (Kurtzman, 
1992). 
 
A pesar del avance que ha supuesto la utilización de las técnicas de Biología 
Molecular aún se desconoce el nivel real de la diversidad microbiana existente 
en nuestro planeta (Curtis et al., 2002; Pedrós-Alió, 2006). Ello es debido a 
diversos factores, pero la limitación principal es metodológica y consecuencia de 
la gran diversidad microbiana existente. Los análisis de microorganismos en 
ambientes naturales se suelen basar en la amplificación de sus genes ARNr por 
PCR (“Polymerase Chain Reaction”) aunque se sabe que esta técnica introduce 
sesgos de distinto tipo, como la generación de quimeras (Ashelford, et al., 2005; 
González et al., 2005), variaciones en la abundancia relativa de los 
microorganismos (González et al., 2012), problemas de amplificación y 
especificidad (Arezi et al., 2003; Hongoh et al., 2003; Wu et al., 2010), etc. 
 
Una herramienta muy utilizada para evaluar la diversidad microbiana detectada 
en un ecosistema son las curvas de cobertura (Figura 1.2). Estas figuras son una 
representación del número de microorganismos distintos detectados en función 
del número de secuencias analizadas. Comparando distintas curvas de cobertura 
podemos determinar a grosso modo una mayor o menor diversidad relativa entre 
comunidades microbianas.  
 
Para cuantificar la diversidad de las comunidades se utilizan diferentes 
parámetros o índices. Uno de los más usados es el índice de Shannon (Hill et al., 
2003) que proporciona información acerca de la diversidad de una comunidad en 
un lugar determinado. También se han desarrollado índices para evaluar 
comparativamente la diversidad de distintas comunidades, como por ejemplo, 
aquellas separadas en el espacio, a lo largo del tiempo o por la influencia de un 
parámetro biótico o abiótico concreto. En estos casos el índice Bray-Curtis 











Figura 1.2.  Ejemplos de curvas de cobertura para diversos ambientes. La pendiente 





1.2. Comunidades microbianas  
 
Entendemos como comunidad microbiana al conjunto de microorganismos 
presentes en un hábitat determinado. El estudio de la estructura de las 
comunidades microbianas consiste en conocer tanto la diversidad de los 
microorganismos que la componen como la proporción en la que se encuentra 
cada uno de esos microorganismos. Ello constituye un primer paso para 
determinar el papel de las comunidades microbianas y sus componentes en un 
ecosistema (Prosser et al., 2007).  
 
La visión actual existente sobre las comunidades microbianas considera que 
están constituidas por unos pocos microorganismos muy abundantes y muchos 
muy poco abundantes (Figura 1.3) (Curtis et al., 2002; Pedrós-Alió, 2006). Las 
distintas técnicas existentes nos proporcionarán acceso a la identificación de los 
miembros de las comunidades pero cada una de esas metodologías presenta 
limitaciones que conviene considerar dependiendo del objetivo del estudio a 
realizar (Pedrós-Alió, 2006). 
 
Nuestro conocimiento de la distribución de microorganismos en la naturaleza es 
muy escaso. Las primeras hipótesis al respecto sugerían que los 
microorganismos se distribuyen por todo el planeta y las condiciones 
ambientales seleccionan aquellos que se desarrollan mejor en cada ambiente 
(“Everything is everywere but the environment selects”; Baas-Becking, 1934). 
Recientemente se ha sugerido que la distribución de los microorganismos 
depende de múltiples factores y existe controversia sobre si los microorganismos 
siguen los mismos modelos ecológicos establecidos para organismos superiores 
(Prosser et al., 2007). 
 












Figura 1.3.  Representación del número de individuos de cada taxón en una comunidad 
microbiana siguiendo el modelo propuesto por Curtis et al. (2002) y que 
supone la imagen que hoy en día se tiene para comprender la estructura de 









microbiana (Horner-Devine et al. 2004; Whitfield, 2005; Martiny et al. 2006) o 
si, por el contrario, los microorganismos no estarían limitados por factores 
ambientales y podrían acceder a cualquier lugar del planeta.  
 
Para comprender la importancia de las comunidades microbianas hemos de 
considerar que los microorganismos raramente se encuentran aislados, sino que 
normalmente viven en relación con otros formando comunidades microbianas. 
Dentro de estas comunidades puede haber distintos tipos de interacciones. Por 
ejemplo, son comunes las asociaciones en las que unos microorganismos utilizan 
los productos del metabolismo de otros y así se alcanza la mineralización 
completa de diversos polímeros orgánicos con la colaboración en serie de 
diversos microorganismos (Little et al., 2008). También pueden darse 
interacciones que conlleven intercambio de material genético, y con ello, la 
adquisición de posibles capacidades útiles para la adaptación al medio (West et 
al., 2007).  
 
1.2.1. Análisis de las comunidades microbianas  
 
Las comunidades microbianas naturales resultan complejas y difíciles de 
estudiar debido, principalmente, a la elevada abundancia y diversidad de los 
microorganismos. Hoy en día, las comunidades microbianas se estudian, 
principalmente, utilizando las secuencias de los genes ARNr. Las secuencias se 
analizan clasificándolas en base a OTUs (unidad taxonómica operacional; 
“Operational Taxonomic Unit”; OTU). Una OTU incluye secuencias con un 
nivel de identidad determinado. Cada OTU correspondería a un filotipo 
diferente. El nivel de identidad del 97%, generalmente, podría corresponder al 
nivel taxonómico de especie (Vandamme et al., 1996). El porcentaje de 
identidad del 99% se suele utilizar para diferenciar microorganismos distintos 
pertenecientes a una misma especie (Zimmermann et al., 2005). Dependiendo 
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del análisis a realizar, otros porcentajes de identidad también han sido utilizados 
como 95% o 90% (Horner-Devine et al. 2004).  
 
Una de las técnicas moleculares empleadas para el estudio de las comunidades 
microbianas son las técnicas de “fingerprinting”. Con este tipo de técnicas se 
puede obtener un perfil molecular de la comunidad microbiana (Muyzer et al., 
1993). Entre ellas, una de las más utilizadas es la técnica PCR-DGGE 
(Denaturing Gradient Gel Electrophoresis). Esta técnica consiste en la 
realización de un primer paso, en el que se procede a la amplificación por PCR 
del gen de interés (por ejemplo, ARNr 16S para bacterias), seguido de una 
electroforesis en condiciones desnaturalizantes, gracias a la cual obtenemos el 
perfil molecular de la comunidad (Figura 1.4). Esta técnica resulta útil para 
identificar los componentes mayoritarios de la comunidad (Muyzer et al., 1993; 
González et al., 2003) y para comparar comunidades microbianas o para estudiar 
las variaciones que experimenta una comunidad en respuesta a distintos 
tratamientos. La técnica PCR-DGGE permite visualizar y comparar distintos 
perfiles de comunidades microbianas de manera relativamente rápida y eficiente. 
 
Las técnicas de secuenciación de ADN han experimentado un gran avance en los 
últimos años. No obstante, para el análisis de las comunidades microbianas 
mediante técnicas de secuenciación masiva de ADN, generalmente, el protocolo 
sigue incluyendo una amplificación previa, por ejemplo, de los genes ARNr 16S 
(amplicones) para comunidades bacterianas. Entre los ejemplos de plataformas 
de secuenciación masiva más utilizadas podemos mencionar 454 FLX de Roche 
(pirosecuenciación; ya descatalogado) o la plataforma de Illumina (MiSeq, 
HiSeq) (secuenciación por síntesis), entre otras, y continúan apareciendo nuevas 
plataformas de secuenciación a gran escala (Goodwin et al., 2016).  
 
Dependiendo de cuál sea el objetivo del estudio a la hora de analizar las 







    
 
 
Figura 1.4.  Ejemplos de perfiles moleculares de comunidades microbianas obtenidos 
mediante PCR-DGGE. Los perfiles microbianos A y B (tres réplicas cada 
uno) corresponden a sedimentos de dos lagunas diferentes del Parque 




DGGE pueden compararse comunidades microbianas relativamente sencillas y 
obtener información sobre la distribución y dinámica de los miembros 
mayoritarios de esas comunidades, visualizando fácilmente la influencia de 
distintos tratamientos o condiciones experimentales. 
 
1.3. Termófilos  
 
Según su temperatura óptima de crecimiento, los organismos se pueden 
clasificar en tres grupos básicos: psicrófilos (temperatura óptima ≤20ºC), 
mesófilos (temperatura óptima entre 20ºC y 50ºC) y termófilos (temperatura 
óptima ≥50ºC). Dentro del término “termófilo” se distingue entre termófilos 
moderados (temperatura óptima entre 50°C y 70ºC; o simplemente termófilos), 
termófilos extremos (temperatura óptima entre 70ºC y 80ºC) e hipertermófilos 
(temperatura óptima ≥80ºC) (Pikuta et al., 2007; Itoh y Iino., 2013). El límite 
superior de temperatura al que se ha demostrado el desarrollo de un 
microorganismo es 121ºC (Takai et al., 2008). Aunque existen algunos 
organismos eucariotas capaces de sobrevivir hasta aproximadamente 60ºC, la 
temperatura óptima de esos eucariotas no supera los 45ºC (Clarke, 2014). Los 
organismos termófilos son mayoritariamente procariotas y pertenecen a los 
dominios Bacteria y Archaea (Figura 1.1).  
 
Los microorganismos termófilos se distribuyen por todo el planeta y han sido 
detectados en ambientes muy diversos (Burgess et al.,  2007). Algunos de estos 
ambientes presentan una alta actividad geotérmica, estos son, por ejemplo, 
fuentes termales, géiseres o solfataras, localizados en la corteza terrestre, o 
fuentes hidrotermales, localizadas en el fondo marino. En ambientes 
subterráneos también existen entornos adecuados para el desarrollo de 
termófilos, por ejemplo, reservorios de petróleo, lagos, minas o acuíferos. Por 
otra parte, la actividad del ser humano también crea ambientes propicios para el 
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desarrollo de termófilos como pilas de compost o diversos ambientes 
relacionados con tratamientos térmicos industriales (por ejemplo, en la industria 
alimentaria). También se han detectado microorganismos termófilos en suelos 
incluso en zonas templadas (Portillo et al., 2012) y frías (Marchant et al., 2002; 
Hubert et al. 2009).  
 
El estudio de los microorganismos termófilos ha suscitado interés por varias 
razones. Desde el punto de vista evolutivo, varias observaciones han dado lugar 
a formular la hipótesis de que las primeras formas de vida pudieron ser 
termófilas (Stetter, 1996; Schwartzman y Lineweaver, 2004). Una de las 
observaciones sería que las ramas más cercanas a la raíz del árbol filogenético 
(Figura 1.1), tanto en el dominio Bacteria como en el dominio Archaea, se 
corresponden generalmente, con microorganismos termófilos e hipertermófilos. 
Los microorganismos termófilos podrían ayudarnos a desvelar en qué 
condiciones surgieron los primeros seres vivos y su evolución posterior.  
 
Desde el punto de vista bioquímico los termófilos también suscitan gran interés, 
ya que para que estos microorganismos se desarrollen a temperaturas elevadas 
sus componentes celulares tienen que soportar estas altas temperaturas (Pikuta et 
al., 2007). Algunas biomoléculas, como por ejemplo enzimas resistentes a altas 
temperaturas, son de interés en biotecnología debido a que muchos procesos 
industriales son más eficientes si se llevan a cabo a altas temperaturas. Por tanto, 
el descubrimiento de nuevas enzimas termoestables facilitaría el desarrollo de 
numerosos procesos biotecnológicos y representa una importante fuente para la 
búsqueda de nuevos biocatalizadores. 
 
El papel que los microorganismos termófilos tienen en los ecosistemas, es decir, 
su importancia ecológica, también presenta interés para comprender como se 
desarrollan distintos procesos biogeoquímicos en condiciones extremas (Burgess 
et al.,  2007).  
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1.4. Fuentes termales 
 
Las fuentes termales (Figura 1.5) son afloramientos de agua a elevada 
temperatura. El proceso de formación de las fuentes termales requiere que se 
produzca una filtración de agua hacia el interior de la corteza terrestre a través 
de rocas de naturaleza porosa. Posteriormente, el agua se va calentando a medida 
que se acerca a zonas más internas de la corteza y al magma. La presión que 
alcanza el agua en estas condiciones propicia su afloramiento hacia la superficie 
a través de fisuras en la corteza terrestre. En ocasiones, estos afloramientos se 
producen en forma de vapor de agua como en los geiseres (Figura 1.5).  
 
Las fuentes termales se localizan principalmente en las zonas limítrofes de las 
placas tectónicas en las que se divide la superficie terrestre (Figura 1.6) y que 
representan zonas de gran actividad geotérmica. Un ejemplo de fuentes termales 
muy conocido se encuentra en el Parque Nacional de Yellowstone (Estados 
Unidos). En estas fuentes termales se aisló el primer microorganismo termófilo 
extremo, Thermus aquaticus, y se realizaron los primeros estudios relacionados 
con la vida a altas temperaturas que marcaron un hito en Microbiología (Marsh y 
Larsen, 1953; Brock, 1967; Brock y Freeze, 1969). Otras zonas geográficas con 
fuentes termales son la península de Kamchatka (Rusia), caracterizada por una 
fuerte actividad volcánica, más de un centenar de fuentes termales y donde se 
han realizado numerosos estudios (Waltham, 2001; Mardanov et al., 2011; 
Wemheuer et al., 2013). La actividad geotérmica de esta zona continúa a lo largo 
del “anillo de fuego del Pacífico” que incluye áreas como el sureste asiático y la 
costa oeste del continente americano (Kearey el al., 2009).  
 
Las características de las fuentes termales dependen de la naturaleza de las rocas 
por donde se produce la filtración y posterior emanación de agua. El proceso de 
























Figura 1.5.  Esquema de una zona geotérmicamente activa donde se observa una 
fuente termal y un géiser. Las flechas indican el flujo del agua hacia el 
interior de la corteza terrestre y su posterior calentamiento y ascenso a la 



























de distintos minerales y, por tanto, existen fuentes termales con características 
muy diversas en cuanto a su temperatura, composición química, pH, etc. 
(Burgess et al.,  2007; Mehta y Satyanarayana, 2013). Por ejemplo, podemos 
encontrar valores de pH desde muy ácidos, como es el caso de la fuente termal 
de Pozzuoli (Italia; Häring et al., 2005) con un valor de pH de 1,5, hasta valores 
alcalinos alrededor de 10 o superiores, como en el caso de las fuentes termales 
de Tengchong (China; Xie et al., 2014). La acumulación de precipitados ricos en 
diversos minerales es muy característica alrededor de fuentes termales como en 
Yellowstone (Livo et al., 2007). 
 
Otro ejemplo de área donde se puede encontrar un número elevado de fuentes 
termales es el sudeste asiático. Esta zona se encuentra muy cercana a la de 
contacto entre la placa tectónica Indo-Australiana y la placa Euroasiática (Figura 
1.6). Tailandia se encuentra a 600-800 km de la zona de subducción de la placa 
India bajo la Euroasiática. La colisión entre estas dos placas causa gran actividad 
sísmica y una de sus consecuencias fue la formación de la cordillera del 
Himalaya. En Tailandia existen alrededor de 140 fuentes termales cuya 
temperatura varía desde 32 a 99ºC. El 62% de las fuentes termales tienen una 
temperatura por encima de los 50ºC y la mayoría de ellas están localizadas en la 
parte noroeste del país. En cuanto al pH, el 22% presentan valores de pH 
aproximadamente neutros (pH 6-7.5) y la mayoría (70%) moderadamente 
alcalinos (pH 7.5-9). Sólo un 8% de las fuentes termales de Tailandia presentan 
pH alcalino extremo (pH 9-10). Las fuentes termales situadas al norte, al 
contrario que las del sur, contienen un alto contenido en sílice y hierro 
(Subtavewung et al., 2005). Las condiciones constantes de pH y temperatura 
elevada junto a su buena conservación en sus entornos naturales hacen que estos 
ambientes sean adecuados para el estudio de microorganismos termófilos y sus 




1.5. Comunidades microbianas termófilas 
 
El concepto generalizado en Ecología Microbiana es que al aumentar la 
temperatura la diversidad de las comunidades microbianas disminuye (Meyer-
Dombard, et al., 2005; Allewalt et al., 2006; Miller et al., 2009). Sin embargo, 
ello no impide que exista una elevada diversidad de microorganismos termófilos 
(Ward, 2006). Las comunidades microbianas termófilas pueden representar un 
buen modelo para estudiar distintos fenómenos de la dinámica y distribución de 
microorganismos en la naturaleza (Jessup et al., 2004), incluyendo la influencia 
de ciertos factores ambientales. Entre los factores que podrían explicar la 
distribución de los microorganismos y la estructura de las comunidades 
microbianas en fuentes termales podemos citar, por ejemplo, el pH, la 
composición química, la concentración de sulfuro y especialmente la 
temperatura (Purcell et al., 2007; Hall et al., 2008; Miller et al., 2009; Hou et al., 
2013; Wang et al., 2013) 
 
En las fuentes termales, una estrategia de organización que utilizan algunos 
microorganismos es la de formar tapetes microbianos. Los tapetes microbianos 
son formas de crecimiento en las que uno o varios microorganismos crecen 
asociados en forma de biopelículas adheridos a superficies. Estas biopelículas 
están formadas por las células microbianas incluidas en una matriz extracelular 
compuesta principalmente por exopolisacáridos. En estos tapetes microbianos 
las diferentes especies se distribuyen en el espacio y el tiempo acorde a distintos 
factores ambientales (como la temperatura, entre otros) y a sus capacidades 
funcionales, resultando en comunidades especializadas para vivir en estos 





Los tapetes microbianos han sido objeto de numerosos estudios (Moyer et al., 
1995; Skirnisdottir et al., 2000; Hongmei et a., 2005; Miller et al., 2009; Portillo 
et al., 2009a y b; Kubo et al., 2011; Bohorquez et al., 2012; Mackenzie et al., 
2013) y, generalmente, se caracterizan por la dominancia de Cyanobacteria y 
Chloroflexi (Kanokratana et al., 2004; Lau et al., 2009; Miller et al., 2009; 
Portillo et al., 2009a y b). Se ha observado que presentan una estructura vertical 
de la comunidad microbiana de manera que las capas superiores, expuestas a la 
luz directa, están dominadas por cianobacterias (bacterias especializadas en la 
fotosíntesis) que poseen clorofilas y suelen proporcionar coloración verde. Las 
capas más internas del tapete están dominadas mayoritariamente por bacterias 
pertenecientes a la división Chloroflexi, que presentan alto contenido en 
carotenoides y proporcionan coloraciones rojizas a las capas internas. 
Chloroflexi desempeña principalmente un metabolismo fotoheterótrofo en estos 
tapetes microbianos (Boomer, et al., 2000; Mehta y Satyanarayana, 2013). 
Actualmente, existe discusión acerca de la distribución y relaciones ecológicas 
de estos dos grupos (Ward, 2006; Miller et al., 2009; Portillo et al., 2009a y b). 
 
Las cianobacterias son un grupo de microorganismos diverso y distribuido en 
una amplia gama de hábitats (Abed et al., 2009) que juegan un papel importante 
en los ciclos globales del carbono y del nitrógeno (Whitton, 2012; Dittmann, et 
al., 2015). Como característica destacable, las cianobacterias son los únicos 
microorganismos procariotas que realizan fotosíntesis oxigénica (que es aquella 
en la que se libera oxígeno) aunque algunas especies también pueden realizar 
fotosíntesis anoxigénica usando sulfuro como donador de electrones. Muchas de 
ellas fijan nitrógeno atmosférico y algunas pueden realizar fermentaciones 
(Abed, et al., 2009). El género más común de Cyanobacteria en los ambientes 
termales es Thermosynechococcus (Portillo et al., 2009a; Mehta y 
Satyanarayana, 2013; Wang et al., 2013), entre otros, como por ejemplo 




Los microorganismos incluidos en la división Chloroflexi suelen mostrar formas 
filamentosas que incluyen gran diversidad metabólica, con representantes 
capaces de comportarse como fotoautótrofos anoxigénicos o fotoheterótrofos y 
de vivir en aerobiosis o anaerobiosis (Garrity et al., 2001; Hugenholtz y 
Stackebrandt, 2004). De entre los subgrupos que componen esta división, la 
clase Chloroflexi se caracteriza porque la mayoría de los representantes 
conocidos presentan un metabolismo fototrófico. Ejemplos comunes de géneros 
pertenecientes a Chloroflexi encontrados en tapetes microbianos de fuentes 
termales son Chloroflexus y Roseiflexus. 
 
En Tailandia, principalmente al noroeste del país, se han realizado estudios para 
conocer la distribución de cianobacterias en distintas fuentes termales que 
abarcan un amplio rango de temperatura (30-80ºC). Sompong et al. (2005 y 
2008) concluyeron que la temperatura era un factor influyente en su distribución 
(Sompong et al., 2005; Sompong et al., 2008). Portillo et al. (2009a) analizaron 
tapetes microbianos dominados por Cyanobacteria y Chloroflexi a temperaturas 
entre 50 y 57ºC al este de Tailandia. Otros estudios en fuentes termales del norte 
de Tailandia han apuntado a la importancia de la temperatura en la distribución 
de los microorganismos, pero se han centrado específicamente en el estudio de 
microorganismos hipertermófilos (>75ºC) (Purcell et al, 2007). En la plataforma 
Tibetana, se ha observado que Cyanobacteria y Chloroflexi son los componentes 
dominantes en fuentes termales por debajo de 70°C (Wang et al. 2013). En 
algunas fuentes termales de India entre 54 y 69ºC se ha detectado una baja 
abundancia de Cyanobacteria y Chloroflexi (Ghelani et al., 2015; Mangrola et 




1.6. Aislamiento y caracterización de bacterias 
 
La obtención de cultivos fue un hito importante en Microbiología. A pesar de los 
avances en las técnicas moleculares, el aislamiento de microorganismos en 
cultivos puros (axénicos), es decir, que contiene sólo un tipo de microorganismo 
es necesario para una adecuada clasificación y caracterización del mismo 
(Rosselló-Mora y Amann, 2001; Palleroni, 1997). 
 
 Para crecer un microorganismo en el laboratorio tenemos que proporcionarle 
condiciones adecuadas para su desarrollo, lo cual no siempre es trivial. Una 
cuestión importante a tener en cuenta es si el microorganismo es aerobio (vive 
en presencia de oxígeno), microaerófilo (crece a baja concentración de oxígeno) 
o anaerobio (vive en ausencia de oxígeno), ya que requerirá condiciones de 
cultivo e incubación específicas. Los nutrientes necesarios y las condiciones 
físico-químicas han de ser favorables para que ese microorganismo pueda 
desarrollarse en el laboratorio. Muchos microorganismos termófilos extremos e 
hipertermófilos son anaerobios. 
 
El concepto de especie en Microbiología es controvertido y muy discutido en 
taxonomía. Ello se debe a la dificultad existente en definir los límites a la hora 
de diferenciar microorganismos y la variabilidad existente entre ellos. El 
concepto actual de especie microbiana apunta a la necesidad de caracterizar 
fenotípica y genotípicamente a los microorganismos utilizando lo que se ha 
denominado una aproximación polifásica (Rosselló-Mora y Amann, 2001). En 
términos generales, los microorganismos que constituyen una especie han de 
presentar características fenotípicas similares manteniendo un cierto grado de 
similitud o proximidad entre sus genomas. 
 
En un principio, la caracterización de un microorganismo consistía en realizar 
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una descripción fenotípica de estos microorganismos que incluía un análisis de 
sus propiedades fisiológicas y condiciones de crecimiento. A lo largo de la 
historia se han incorporado nuevas técnicas de análisis bioquímicos (perfil de 
ácidos grasos, determinación de productos finales del metabolismo) y técnicas 
basadas en el material genético de los microorganismos (hibridación ADN-
ADN, contenido en G+C del ADN, secuencia de genes de ARN ribosómico, 
secuenciación y comparación de genomas). El acceso a la secuencia completa 
del ARNr supuso un gran paso para llevar a cabo una rápida aproximación a la 
posición taxonómica de un microorganismo, incluso sin necesidad de ser 
cultivado. Comparando dos microorganismos, una homología menor de 97% en 
la secuencia de ARNr 16S sugiere la posibilidad de que pertenezcan a especies 
diferentes (Vandamme et al., 1996). Sin embargo, la secuencia de los genes 
ARNr exclusivamente es insuficiente para describir una especie. 
 
Dentro de los métodos genotípicos, determinar el grado de similitud entre 
genomas se considera clave para diferenciar o agrupar microorganismos en 
especies determinadas. Este proceso se ha realizado experimentalmente 
mediante la hibridación de secuencias de ADN de dos cepas a comparar, de 
manera que un valor de hibridación menor del 70% era el límite considerado 
para distinguir especies. Con el desarrollo de técnicas de secuenciación masiva 
de ADN y, por tanto, la posibilidad de disponer de gran cantidad de secuencias, 
incluso genomas microbianos completos, se están empezando a plantear nuevos 
procedimientos para la distinción entre microorganismos y su clasificación 
taxonómica (Vandamme y Peeters, 2014). Uno de los más usados es el análisis 
comparativo ANI (del inglés, Average Nucleotide Identity) (Konstantinidis y 
Tiedje, 2005; Richter y Rossello-Mora 2009) que consiste en determinar el 
porcentaje de identidad entre secuencias de ADN homólogas de distintos 
microorganismos. Un porcentaje por debajo del 95% en el análisis ANI se 
considera que es el resultado de la comparación de especies microbianas 
diferentes. Otro método genotípico utilizado en la diferenciación de 
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microorganismos es la determinación del contenido de guanosina más citosina 
(G+C) en su genoma. Éste es un método estándar discriminatorio que se 
considera que no debería variar más de un 3% dentro de una misma especie.  
 
Los métodos fenotípicos constituyen la base de la descripción funcional de los 
taxones bacterianos. Las características fenotípicas de los microorganismos 
comprenden características morfológicas, fisiológicas y bioquímicas. Muchas de 
estas características por separado han demostrado ser irrelevantes para el 
reconocimiento de un taxón, sin embargo, en su conjunto, proporcionan 
información descriptiva que nos permiten caracterizar microorganismos y su 
diferenciación funcional. La morfología de una bacteria incluye tanto 
características celulares (forma, esporas, tamaño, flagelos, cuerpos de inclusión, 
tinción de Gram) como de sus colonias (color, forma y dimensiones), pero la 
relativamente baja diversidad morfológica bacteriana no permite clasificar 
taxonómicamente un microorganismo, si bien es un aspecto más a tener en 
cuenta en su caracterización. Las características fisiológicas y bioquímicas 
incluyen datos de crecimiento en diferentes condiciones, la presencia o actividad 
de varias enzimas, la capacidad para metabolizar distintos compuestos y la 
composición estructural del microorganismo estudiado. 
 
Los métodos fenotípicos también incluyen técnicas quimio-taxonómicas. El 
término "Quimiotaxonomía" se refiere a la aplicación de métodos analíticos que 
permitan diferenciar microorganismos, como por ejemplo, el perfil de ácidos 
grasos o la determinación de productos del metabolismo secundario. La 
utilización del análisis cualitativo de ácidos grasos para diferenciar entre 
microorganismos y, por tanto, su utilización en taxonomía es bien conocida y se 
viene aplicando desde la década de los 60 (Abel et al., 1963; Shaw, 1974). 
Aunque se pueden analizar distintos lípidos, el análisis de ácidos grasos 
presentes en las membranas celulares es el más frecuente. Los ácidos grasos más 
frecuentes en las bacterias están entre 10 y 20 átomos de carbono, siendo 
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generalmente dominantes aquellos entre 15 y 19 átomos de carbono (Shaw, 
1974). La variabilidad en la longitud de la cadena, la posición de dobles enlaces 
y los grupos sustituyentes han demostrado ser muy útiles para la caracterización 
de taxones bacterianos (Suzuki et al., 1993). La determinación de los productos 
finales del metabolismo, como los ácidos orgánicos o determinados gases (CO2, 
H2, CH4, H2S, etc.), es otro tipo de técnicas utilizadas para la clasificación en 
taxonomía (Goodfellow y Minnikin, 1985; Priest y Austin, 1993). Sin embargo, 
aún no se conocen para muchas especies lo que limita su utilización para 
distinguir microorganismos.  
 
En las fuentes termales de la zona de Tailandia y sus alrededores 
(principalmente el sudeste de China y noreste de India) se han publicado 
alrededor de medio centenar de trabajos en los que se citan aislamientos de 
microorganismos termófilos bien con el objetivo de caracterizarlos bien para la 
búsqueda de alguna enzima con interés biotecnológico (Tabla 1.1). La mayoría 
de los trabajos se han realizado en la zona del sureste de China en la zona de 
Tengchong (Hedlund, et al., 2012). Gracias a estos estudios se han obtenido más 
de 200 aislados, en su mayoría Firmicutes. Los aislados pertenecen a las 
divisiones bacterianas Actinobacteria, Bacteroidetes, Cyanobacteria, 
Deinococcus-Thermus, Firmicutes, Nitrospirae, Proteobacteria, Thermotogae y 
al dominio Archaea. La mayoría de los Firmicutes presentaban temperatura 
óptima de crecimiento por debajo de los 65ºC. En un estudio realizado en varias 
fuentes termales de Tailandia, se aislaron 148 bacterias que mostraban similitud 
con el género Bacillus, entre ellos se encontraban algunos cuya temperatura 
óptima de crecimiento alcanzaba 70ºC (Pakpitcharoen et al., 2008). En el caso 
de Deinococcus-Thermus, la mitad de los aislados presentan una temperatura de 
crecimiento óptimo superior a 70ºC. Todas las arqueas termófilas aisladas 
presentaban temperaturas óptimas de crecimiento por encima de los 65ºC. 
También se han realizado estudios en los que se han aislado varias 
cianobacterias en distintas fuentes termales de Tailandia (Sompong et al., 2008). 
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De entre todos los aislados, sólo las arqueas Sulfolobus tengchongensis (Xiang et 
al., 2003) y Pyrococcus PK 5017 (Kanoksilapatham et al., 2012) y una bacteria 
perteneciente a la división Thermotogae, Thermotoga sp. cepa PD524 
(Kanoksilapatham et al., 2015), presentan temperaturas óptimas de crecimiento a 
80ºC o más. Estos datos indican el bajo número de cultivos de microorganismos 
termófilos extremos obtenidos del sureste asiático a pesar de la abundancia de 
fuentes termales y la gran actividad geotérmica existentes en esta zona. 
Capítulo 1 
26 
Tabla 1.1.  Relación de aislados en fuentes termales de Tailandia y alrededores. 
 
Aislados Localización Condiciones de 
Temperatura 1 
Referencia 
Actinobacteria    
Streptomyces 
calidiresistens YIM 78087  
Tengchong, Yunnan, China 28-50ºC  
(37-45ºC) 
Duan et al., 2014 
Bacteroidetes    
Cecembia rubra  
 YIM 78110 
Tengchong, Yunnan, China 30-50ºC  
(37-45ºC) 
Duan et al., 2015 
Cyanobacteria    




Tengchong, Yunnan, China 40-70ºC (55ºC) Chen et al., 2002 
Meiothermus roseus  
 YIM 71031 
Tengchong, Yunnan, China 37-65ºC (50ºC) Ming et al., 2015 
Thermus amyloliquefaciens  
 YIM 77409 
Eryuan, Yunnan, China 50-70ºC  
(60-65ºC). 
Yu et al., 2015 
Thermus arciformis TH92 Laibin, Guangxi, China 40-77ºC (70ºC) Zhang et al., 2010 
Thermus caliditerrae 
 YIM 77925 
Tengchong Yunnan, China 50-70ºC (65ºC) Ming et al., 2014 
Thermus rehai  
RH99-GF7504 
Tengchong, Yunnan, China 40-80ºC  
(65-70 °C) 
Lin et al., 2002 
Thermus 2S Chiang Mai, Tailandia (60ºC) Kanasawud et al. 1992 
Thermus  Tengchong, Yunnan, China ND Lin et al., 2005 
Firmicutes    
Acinetobacter AGP-02 
Bacillus cereus AGP-03 
Geobacillus AGP-04 
Birbhum, Bengala, India 40-65ºC (50ºC) 
40-70ºC (55ºC) 
40-75ºC (60ºC) 
Ghati et al., 2013 
Aeribacillus pallidus TD1 Tailandia 30-67ºC  
(55-60ºC) 





Tengchong, Yunnan, China ND 
 
ND 
Chen et al., 2011 
 




Tengchong, Yunnan, China 40-70ºC (55ºC) 
 
 







45-70ºC (55ºC) Wu et al., 2008 




tengchongensis T-11  
Eryuan, Yunnan, China 35-70ºC (55ºC) 
 
30-75ºC (50ºC)  
Zhang et al., 2011 
Anoxybacillus 
vitaminiphilus 3nP4 
China 38-66ºC  
(57-60ºC) 
Zhang et al., 2013 
B. pumilus Tengchong, Yunnan, China 37-70ºC (55ºC) Ding et al., 2010 
B. halodurans Tengchong, Yunnan, China ND Li et al., 2004 
Bacillus  
(22 aislados) 
Nayagarh, Odisha, India ND Panda et al., 2013 
Bacillus  
(148 aislados) 




Tengchong, Yunnan, China 45-65ºC (60ºC) Xue et al., 2006 
Caldanaerobacter 
subterraneus subsp.  
tengcongensis MB4T 
Tengchong, Yunnan, China 50-80ºC (75ºC) Xue et al., 2001 
Fardeau et al., 2004 
Caldanaerobacter 
subterraneus  
Tengchong, Yunnan, China 60-80ºC (70ºC) Lu et al., 2009 
Geobacillus 
thermoleovorans N7 
Bengala, India ND Bose et al., 2016 
Geobacillus A27 Tengchong, Yunnan, China (60ºC) Wang et al., 2011 
Geobacillus GSEY01 Tengchong, Yunnan, China (60ºC) Yunlin et al., 2010 
Laceyella sediminis RHA1 Tengchong, Yunnan, China 28-65ºC (55ºC) Chen et al., 2012 
Sulfobacillus 
thermosulfidoxidans YN22 




Bengala, India 50-75ºC (60ºC) Bhowmick et al., 2009 
Bhattacharya et al., 2015 
Thermosyntropha 
tengcongensis L-60 
Tengchong, Yunnan, China 55-70 ºC (60ºC) Zhang et al., 2012 
Bacteria BKH1 Bengala, India 45-75ºC (65ºC) Biswas et al., 2010 
Nitrospirae    
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Proteobacteria    
Caldimonas meghalayensis 
AK31 
Megalaya, India  25-55ºC (45ºC) Rakshak et al., 2013 
Crenalkalicoccus roseus 
YIM 78023 
Tengchong, Yunnan, China 20-60ºC  
(40-50ºC) 
Ming et al., 2016 
Crenobacter luteus YIM 
78141 
Tengchong, Yunnan, China 10-55ºC  
(40-50ºC) 
Dong et al., 2015 
Roseomonas alkaliterrae  
YIM 78007 
Tengchong, Yunnan, China 5-55ºC  
(40-50ºC) 
Dong et al., 2014b 
Zhizhongheella caldifontis  
YIM 78140 
Tengchong, Yunnan, China 10-55ºC  
(40-50ºC) 
Dong et al., 2014a 
Bacteria BKH2 Bengala, India (65ºC) Sarkar et al., 2015 
Bacteria BKH3 Bengala, India ND Chaudhuri et al., 2016 
Termotogae    
Thermotoga y 
Fervidobacterium  
Tailandia ND Keawram et al., 2016 
Thermotoga PD524 Tailandia 70-85ºC (80ºC) Kanoksilapatham et al., 
2015 
Archaea    
Acidianus manzaensis 
YN25 
Tengchong, Yunnan, China 50-85ºC (65ºC) Ding et al., 2011 
Huan et al., 2008 
Acidianus tengchongensis 
S5 
Tengchong, Yunnan, China 55º-80ºC (70ºC)  He et al., 2004 
Metallosphaera cuprina 
Ar-4 
Tengchong, Yunnan, China 55-75ºC (65ºC) Liu et al., 2011 
Sulfolobus tengchongensis  
RT8-4 
Tengchong, Yunnan, China (80ºC) Xiang et al., 2003 
Sulfolobus K4-1 Tengchong, Yunnan, China (75ºC) Jing et al., 2008 
Sulfolobus  Tengchong, Yunnan, China ND Han et al., 2010 




Kanoksilapatham et al., 
2012 








La genómica es la disciplina que estudia los genomas (secuencia completa del 
ADN de un organismo) de los seres vivos. El término fue propuesto por Thomas 
H. Roderick en 1986 para englobar una nueva disciplina científica basada en el 
mapeado, secuenciación y análisis del ADN (Yadav, 2007). La genómica ha 
cambiado significativamente las investigaciones en Microbiología desde que en 
1995 se secuenció el primer genoma completo de una bacteria, Haemophilus 
influenzae (Fleischmann et al., 1995). Aunque el verdadero auge de la genómica 
tuvo lugar con los avances en las técnicas de secuenciación masiva y con el 
desarrollo de técnicas informáticas para su análisis (Hall, 2007). Esto ha llevado 
a un avance significativo en las investigaciones actuales, hablándose de “era de 
la genómica”.  
 
La determinación de la secuencia completa de un microorganismo representa un 
paso decisivo para comprender la relación entre la información que alberga el 
ADN y la fisiología del microorganismo, mediante el estudio de los genes que 
contiene. Además el análisis de los genomas nos permite conocer aspectos 
bioquímicos, evolutivos, así como acceder más fácilmente a genes o secuencias 
de ADN con interés biotecnológico. En la actualidad disponemos de gran 
cantidad de genomas de miles de microorganismos (http://genome.jgi.doe.gov), 
ahora la cuestión está en saber interpretar esa enorme cantidad de información 
(Pedrós-Alió., 2006). Por ejemplo, la gran cantidad de genomas disponibles ha 
fomentado enormemente la posibilidad de realizar estudios comparativos. 
Comparando genomas de distintos microorganismos se han podido deducir 
aspectos interesantes de su historia evolutiva y, por ejemplo, detectar fenómenos 




1.8. Transferencia horizontal de genes 
 
Los primeros indicios de transferencia de genes entre microorganismos se 
observaron en cepas de Streptococcus pneumonae (Griffith, 1928). En estos 
experimentos se observó que el carácter de virulencia podía pasar de unas cepas 
a otras de esta especie y abrió las puertas a investigaciones para conocer los 
mecanismos y consecuencias de la transferencia de ADN. Décadas más tarde se 
observó que las transferencias de genes se producían incluso entre organismos 
de especies diferentes (Syvanen, 1985) y, en la actualidad, está aceptada la 
elevada promiscuidad existente en el intercambio de ADN entre 
microorganismos (Frost et al., 2005).  
 
En este contexto, a principios de los años 90 nace el concepto de transferencia 
horizontal de genes (HGT, Horizontal Gene Transfer), refiriéndose a la 
transferencia de fragmentos de ADN entre distintas especies. Estas 
observaciones hicieron cambiar la idea tradicional de árboles filogenéticos en 
forma ascendente, proponiéndose árboles filogenéticos para genes determinados 
con ramas entrecruzadas que adquieren apariencia de red (Figura 1.7) (Doolittle, 
2000). 
 
La HGT representa un mecanismo que acelera el curso de la evolución, 
especialmente en procariotas (Hilario y Gogarten, 1993; Frost et al., 2005). Los 
procesos de transferencia horizontal tienen gran relevancia en la estructura del 
genoma de los microorganismos y en su fisiología. Como resultado de estos 
procesos los microorganismos pueden ganar o perder genes o capacidades 
funcionales. Un ejemplo típico es la incorporación de genes de resistencia a 
antibióticos o de virulencia, o deleción/disrupción de genes al eliminarse o 
insertarse fragmentos de ADN (Darmon y Leach, 2014). Estos cambios pueden 











Figura 1.7.  Esquema del árbol de la vida con aspecto de red que representa las 






de su medio ambiente. Existen evidencias de una alta proporción de intercambio 
de genes entre microorganismos termófilos (van Wolferen et al., 2013; Urbieta 
et al., 2015). 
 
Los primeros estudios de HGT utilizaban métodos comparativos basados en la 
detección de diferencias en la distribución filogenética de árboles construidos 
con genes determinados frente a árboles de genes de ARNr. Gracias al avance en 
las técnicas de secuenciación del ADN y a la facilidad actual para obtener las 
secuencias de los genomas, el estudio de los procesos de HGT ha experimentado 
un gran avance (Koonin y Galperin, 1997). Esto ha impulsado, a su vez, el 
desarrollo y aplicación de nuevos métodos para estudiar HGT que han mejorado 
la fiabilidad de los análisis. Entre estos métodos podemos mencionar las 
comparaciones basadas en la determinación del contenido G+C, la frecuencia de 
uso de codones, la frecuencia de tetranucleótidos u otros oligonucleótidos y el 
empleo de índices de similitud. De esta forma, estudios comparativos de genes o 
regiones del genoma que difieran en los valores de estos parámetros dentro de 
taxones determinados indicarían posibles fenómenos de HGT (Lawrence y 
Ochman, 2002; Dufraigne et al., 2005). 
 
Todos estos métodos presentan limitaciones ya que se desconoce estrictamente 
hablando la historia del genoma de cualquier microorganismo. Las estimaciones 
realizadas dependen de los genomas y genes disponibles, que son los que se 
utilizan como referencia en estos análisis, y aún estamos lejos de tener una 
representación completa de la inmensa diversidad genética y taxonómica 
existente en el mundo microbiano. Otro factor que limita la detección de 
fenómenos de HGT se conoce con el nombre de “amelioration”. Este fenómeno 
representa el proceso por el cual un fragmento de ADN transferido adquiere 
progresivamente características (frecuencia del uso de codones, contenido en 
G+C, tasa de mutación) propias del genoma del microorganismo donde se ha 
insertado (Lawrence y Ochman, 1997). Por tanto, un evento ancestral de HGT 
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podría llegar a ser indetectable. En los últimos años, se han realizado varios 
estudios para evaluar los distintos métodos de detección de HGT concluyendo 
que la combinación de distintos métodos mejora significativamente la fiabilidad 
en los análisis de HGT (Becq et al., 2010; Ravenhall et al., 2015). 
 
Los fenómenos de transferencia horizontal entre especies alejadas 
filogenéticamente son los más interesantes. Entre especies filogenéticamente 
cercanas es difícil determinar la ocurrencia de HGT. Existen muchas evidencias 
de fenómenos de HGT entre microorganismos pertenecientes a divisiones 
filogenéticamente distantes (Caro-Quintero, y Konstantinidis, 2015). Algunos 
estudios parecen indicar que estos fenómenos de HGT podrían concentrarse 
entre grupos taxonómicos concretos (Bansal et al., 2013; Beiko et al., 2005). 
Como ejemplos están el caso entre Epsilon-Proteobacteria y Aquificae (Boussau 
et al., 2008), entre Firmicutes y Thermodesulfobacteria o Firmicutes y Archaea 




En la transferencia de fragmentos de ADN entre células podría tener un papel 
importante la existencia de elementos genéticos móviles (MGE; “Mobile 
Genetic Elements”) que directamente podrían influir en fenómenos de HGT. Los 
MGE son elementos del genoma que tienen la capacidad de moverse o 
transferirse de una parte a otra del genoma de una célula o de células diferentes 
(Siguier et al., 2014). El estudio de los MGE presentes en un genoma nos podría 
proporcionar información sobre la historia evolutiva de un genoma. 
 
Como ejemplos de MGE podemos citar a los plásmidos, los bacteriófagos, o las 
secuencias de inserción (Insertion Sequence; IS). Las ISs son los MGE 
autónomos más sencillos. Estas secuencias constan de un gen que codifica una 









Figura 1.8. Ejemplo de la estructura de las Secuencias de Inserción y mecanismo de 
transposición. A, Estructura típica de una secuencia de inserción, 
incluyendo el gen que codifica la transposasa (tnp) flanqueada en sus 
extremos por secuencias repetitivas invertidas (Inverted Repeat; IR). B, 
ejemplo de mecanismo de transposición de una IS en el que se observa 
como toda la IS, incluido las secuencias de los extremos (azul más oscuro) 




Repeat) flanqueando dicho gen en ambos extremos (Figura 1.8A). La autonomía 
de las ISs se debe a la transposasa, que tras reconocer las secuencias repetitivas 
situadas a los extremos de la IS, sería responsable de su escisión e inserción en 
otro lugar del genoma. Esta transferencia generalmente incluye las secuencias 
repetitivas de los extremos en el punto de inserción (Figura 1.8B). 
 
Existen diferentes tipos de IS que se clasifican en distintas familias en base a 
varias características, por ejemplo, la longitud del gen de la transposasa, el 
número de secuencias codificantes (ORF; Open Reading Frame; marco abierto 
de lectura), el tipo de secuencia repetitiva en los extremos, el mecanismo de 
transposición y los aminoácidos clave en este proceso. Sin embargo, el peso de 
la clasificación recae principalmente en la secuencia del gen de la transposasa y 
en su similitud con grupos previamente establecidos (Siguier et al., 2014). Las 
ISs han sido clasificadas hasta ahora en 26 familias (Siguier et al., 2014). 
 
Las secuencias repetitivas que flanquean las ISs también son una característica 
clave en la clasificación de las ISs. Existen principalmente dos tipos. Las más 
comunes son las IRs que se encuentran en la mayoría (90%) de las familias 
clasificadas (Figura 1.8A). Otro tipo de secuencias flanqueantes consiste en 
secuencias repetitivas palindrómicas, que forman una estructura en forma de 
bucle en el proceso de escisión de la IS. Una característica importante a tener en 
cuenta es que las ISs pueden incluir genes colindantes al punto de inserción que 
pueden quedar integrados en la IS.  
 
Las ISs, a pesar de ser consideradas en principio MGE intracelulares, pueden 
insertarse en plásmidos o bacteriófagos y pueden ser transferidas a otras células 
(Siguier et al., 2014; Darmon y Leach, 2014). Se ha observado que las ISs tienen 
una probabilidad relativamente alta de ser transferidas entre células (Wagner et 
al., 2006; Hooper et al., 2009; Darmon y Leach, 2014). Esto puede explicarse 
porque las IS, al tener la capacidad de escindirse del genoma, pueden, además, 
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representar un material genético altamente susceptible de ser transferido por 
diferentes mecanismos.  
 
1.9. Termoestabilidad molecular  
 
Los microorganismos termófilos, como hemos mencionado, se desarrollan a 
temperaturas elevadas. Estos microorganismos utilizan básicamente las mismas 
biomoléculas (proteínas, lípidos, hidratos de carbono y otros metabolitos) que 
los demás seres vivos. Sin embargo, muchas de estas biomoléculas son 
inestables a altas temperaturas, por lo que es importante conocer qué estrategias 
utilizan los microorganismos termófilos para poder desarrollarse a altas 
temperaturas. Para su introducción, podríamos distinguir las biomoléculas según 
su tamaño en macromoléculas (por ejemplo, proteínas, lípidos, ADN) y en otras 
biomoléculas de bajo peso molecular (por ejemplo, ATP y NAD). 
 
 1.9.1. Macromoléculas  
 
La mayoría de los estudios relacionados con la estabilidad de biomoléculas a 
altas temperaturas se han centrado en las proteínas. Las estrategias que adoptan 
los termófilos para mantener estables sus proteínas pueden ser muy variadas, por 
ejemplo, una mayor proporción de aminoácidos hidrofóbicos, mayor proporción 
de residuos implicados en estructuras α-hélice, mayor frecuencia de aminoácidos 
con carga, mayor número de interacciones entre residuos, es decir, 
modificaciones que generan moléculas más compactas (Kumar et al., 2010). Sin 
embargo, ninguna de las estrategias mencionadas es universal (Vieille y Zeikus, 
2001).  
 
Otra posible estrategia de estabilización de proteínas es la utilización de solutos 
compatibles. Estas pequeñas moléculas (azúcares, polialcoholes, aminoácidos y 
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derivados) son sintetizadas en condiciones de estrés osmótico (da Costa et al., 
1998; Calderón et al., 2004) pero también en condiciones de estrés térmico en 
microorganismos hipertermófilos (Santos y Da Costa, 2002; Faria et al., 2008; 
Borges et al., 2010; Empadinhas y da Costa, 2011).  
 
Otras macromoléculas de interés en la termoestabilidad de los microorganismos 
son los lípidos y los ácidos grasos que los constituyen. La temperatura parece 
tener un efecto relevante sobre las propiedades fisicoquímicas de los lípidos de 
las membranas. Los enlaces éter, característicos en arqueas, son mucho más 
resistentes a la oxidación y a las altas temperaturas que los enlaces éster de 
bacterias (Koga, 2012). En bacterias se ha demostrado que la composición de 
lípidos de membrana puede variar enormemente dependiendo de las condiciones 
de crecimiento, cambiando así diversas características fisicoquímicas de la 
membrana, como su fluidez y la permeabilidad a iones y diversos componentes 
(Driessen y Albers, 2007). La longitud de cadena hidrocarbonada, el número de 
dobles enlaces y la posición de grupos metilo afecta a la fluidez de las 
membranas celulares. Así, se han observado diferencias en la composición de 
cadenas de ácidos grasos entre bacterias termófilas y mesófilas. En las bacterias 
termófilas, generalmente, los ácidos grasos presentan un mayor número de 
saturaciones y cadenas más largas que en bacterias mesófilas (Driessen y Albers, 
2007). 
 
En cuanto al ADN, se trata de una macromolécula estable a temperaturas 
relativamente elevadas (por debajo de 100ºC) (Karni et al., 2013). Sin embargo, 
al aumentar la temperatura, el ADN se desnaturaliza resultando en la separación 
de sus dos hebras. Los microorganismos hipertermófilos poseen mecanismos 
para hacer frente a esta situación (Daniel y Cowan, 2000). Por ejemplo, Se ha 
observado in vitro que el ADN (y ARN) puede estabilizarse con distintas 
concentraciones de algunos iones como por ejemplo Na+, K+ y Mg2+ (Marguet y 
Forterre, 2001). Así, algunos hipertermófilos, como por ejemplo 
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Methanothermus fervidus o Pyrococcus furiosus, pueden alcanzar 
concentraciones citoplasmáticas de K+ de aproximadamente 1 M (Hensel y 
Konig, 1988) mientras que microorganismos mesófilos relacionados como 
Methanobacterium bryantii no superan la concentración de 0,5 M. Además, 
también se han descrito proteínas que interaccionan con el ADN y presentan un 
papel estabilizador o de reparación de daños del ADN. Las primeras serían 
proteínas con un papel similar a las histonas presentes típicamente en el dominio 
Eucarya. Las segundas incluirían enzimas con funciones diversas entre las que 
se encuentran glicosilasas, metiltransferasas, endonucleasas, exonucleasas, 
ligasas y polimerasas. Mención especial merece la enzima girasa inversa, típica 
de microorganismos hipertermófilos, que produciría enrollamientos positivos en 
la molécula de ADN lo que proporcionaría una mayor termoestabilidad 
(Forterre, 2002; Grosjean y Oshima, 2007). 
 
 1.9.2. Biomoléculas de bajo peso molecular 
 
Aparte de las grandes macromoléculas existen otras biomoléculas, con un peso 
molecular más bajo, que son esenciales para el metabolismo celular. Muchas de 
estas biomoléculas son inestables a altas temperaturas. Ejemplos son: piridozal 
fosfato, NADH, NADPH, ATP, FMN o Acetil fosfato (Daniel y Cowan, 2000). 
Por ejemplo, el 50% del NADH se degrada en 2.5 horas a 75ºC, pH 6.3 y una 
fuerza iónica de 0,01 M (Walsh et al., 1983). Otros datos indicarían que el 
NADH se degrada a menos de un 5% del porcentaje inicial después de 1 hora a 
95ºC; el ATP se degrada a un 40% del porcentaje inicial después de 1 hora a 
95ºC (Daniel y Cowan, 2000). 
 
La posibilidad de utilizar estas moléculas podría determinar la temperatura 
máxima de crecimiento de un determinado organismo. Sin embargo, los estudios 
al respecto aún son escasos (Cowan, 2004; Bains et al., 2015). 
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1.10. Citoplasma y viscosidad celular 
 
La concentración total de moléculas (agua, iones, metabolitos y 
macromoléculas) dentro de la célula se asume que es elevada (Luby-Phelps, 
2000). Ello implicaría una visión radicalmente distinta de la distribución y 
comportamiento de las moléculas en las células frente a los ensayos que 
normalmente se realizan en el laboratorio, con soluciones relativamente diluidas 
y un escaso número de moléculas. En la actualidad, se considera que el 
citoplasma está constituido por una alta concentración de biomoléculas de tipos 
muy variados. A esta visión de la constitución del citoplasma se le conoce como 
“molecular crowding” (Goodsell, 1993) (Figura 1.9). Según este modelo, la 
consistencia del citoplasma sería más parecida a un gel viscoso que a una 
solución acuosa diluida, lo que tendría consecuencias en las propiedades físico-
químicas de las moléculas que constituyen el citoplasma (Luby-Phelps, 2000; 
Pollack, 2001). 
 
En una solución viscosa, la capacidad de movimiento de las macromoléculas se 
ve reducida por lo que su estructura es generalmente más estable (Finkelstein et 
al., 2007). La viscosidad está fuertemente influenciada por la temperatura, de 
manera que, al aumentar la temperatura, la viscosidad disminuye (Fogel’son y 
Likhachev, 2001) (Figura 1.10). Esta disminución de la viscosidad fruto de un 
aumento de temperatura puede repercutir negativamente en la estabilidad de 
ciertas biomoléculas. La vida a altas temperaturas tendría que ser capaz de 
adaptarse a posibles variaciones de viscosidad celular como resultado del 
aumento de la temperatura.  
 
La viscosidad puede influir en la difusión de metabolitos y en la interacción 
entre biomoléculas (Demchenko et al., 1989; Klimov y Thirumalai 1997). La 












Figura 1.9.  Representación gráfica simulando la sección transversal del citoplasma 
bacteriano que refleja el modelo de “molecular crowding” en el que existe 



















ejemplo, se han relacionado cambios de la viscosidad citoplasmática con el 
estado de latencia y germinación de las esporas de algunos hongos (Dijksterhuis 
et al., 2007). En algunas plantas durante la formación de semillas, aumentos de 
viscosidad afectan la regulación de algunos procesos metabólicos (Sun, 2000). 
 
Hasta la fecha, los estudios encaminados a determinar la viscosidad del 
citoplasma solo se han realizado en eucariotas. Tras estudios puntuales en 
amebas y huevos de anélidos, realizados a principios del siglo XX, se iniciaron 
las primeras determinaciones de la viscosidad intracelular en cultivos celulares 
(Schaap y Forer, 1979; Pollack, 2001; Puchkov, 2013). Luby-phelps (1993) 
desarrolló un sistema eficaz para medir la viscosidad del interior celular 
utilizando moléculas fluorescentes y obtuvo valores ligeramente superiores a los 
del agua. En los últimos años este método se ha perfeccionado aunque la 







Los objetivos de esta tesis son: 
 
- Determinar la distribución de los microorganismos en función de la 
temperatura en un sistema natural, la fuente termal de Mae Fang (Tailandia), a lo 
largo de un gradiente de 50ºC. 
 
- Caracterizar un nuevo termófilo extremo aislado de la fuente termal Mae Fang 
(Tailandia). 
 
- Evaluar la utilidad de las secuencias de genes que codifican por transposasas 
como modelo para determinar fenómenos de HGT aplicado al ejemplo del 
género Fervidobacterium. 
 
- Evaluar la influencia de la viscosidad celular en la estabilización de 
biomoléculas lábiles (como por ejemplo NADH) a altas temperaturas. 
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Entender cómo se distribuyen las bacterias es uno de los retos más importantes 
de la ecología microbiana. Los distintos factores que influyen en su distribución 
aún no han sido descifrados. Una fuente termal del Norte de Tailandia que 
presentaba un gradiente de temperatura de 50ºC ha sido el modelo de estudio. 
Este gradiente sirvió para determinar la estructura de las comunidades 
bacterianas en ese ambiente y para evaluar la influencia de la temperatura en su 
distribución. Las comunidades fueron analizadas mediante la amplificación del 
gen ARNr 16S, electroforesis en gel con gradiente desnaturalizante (DGGE), 
clonación y secuenciación parcial de dicho gen. Las dos divisiones más 
abundantes, Cyanobacteria y Chloroflexi, mostraron distribuciones 
características a lo largo del gradiente de temperatura. Diferentes grupos se 
situaban en zonas específicas del gradiente. Comparaciones de las comunidades 
bacterianas mostraron un fuerte descenso en su similitud al aumentar la 
diferencia de temperatura. Se observaron picos de mayor diversidad a 50ºC y 
70ºC. Este estudio contribuye a explicar cómo las condiciones ambientales y las 
interacciones microbianas pueden influir en la distribución de grupos bacterianos 
y divisiones específicas formando la estructura de las comunidades microbianas 
en la naturaleza. 
 




A pesar del papel tan importante que desempeñan los microorganismos en los 
ciclos biogeoquímicos de los distintos elementos (Whitman et al., 1998) y la alta 
diversidad microbiana existente (Curtis et al., 2002), nuestra comprensión sobre 
la distribución de microorganismos específicos en relación con factores 
ambientales es escasa (Curtis et al., 2002; Prosser et al., 2007). Entender la 
distribución de los microorganismos es importante para conocer su biogeografía 
y el papel que desempeñan en el medio ambiente (Martiny et al., 2006; Portillo 
et al., 2009b).  
 
Se considera que los microorganismos son capaces de alcanzar y colonizar 
cualquier hábitat, incluso aquellos que se encuentran bajo condiciones extremas. 
Esto dio lugar a la hipótesis ‘everything is everywhere, but the environment 
selects’ (Baas-Becking, 1934) la cual ha suscitado tanto apoyo (Martiny et al., 
2006) como oposición (Fenchel y Finlay, 2003; Whitfield, 2005). En la 
actualidad, se están llevando a cabo investigaciones para explicar la diversidad, 
distribución y los patrones biogeográficos de los microorganismos y si estos 
concuerdan con los patrones seguidos por organismos superiores (Fenchel y 
Finlay, 2003; Martiny et al., 2006; Prosser et al., 2007). Ha de tenerse en cuenta 
que en la naturaleza los microorganismos viven en diferentes condiciones 
ambientales e interactuando con otros microorganismos. Las interacciones 
ecológicas (por ejemplo, competencia, mutualismo) entre microorganismos son 
escasamente conocidas aunque la información actual sugiere que estos 
mecanismos pueden ser importantes para determinar la estructura de las 
comunidades microbianas (Prosser, 2012). 
 
Los ambientes de altas temperaturas, como por ejemplo las fuentes termales, 
están habitados exclusivamente por microorganismos y constituyen ambientes 
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fuertemente excluyentes para microorganismos alóctonos. Además, estos 
ambientes muestran amplios gradientes de temperatura en áreas reducidas 
permitiendo el estudio de la influencia de la temperatura en las comunidades 
microbianas, mientras otros factores se mantienen constantes (Miller et al., 
2009). Las fuentes termales representan interesantes modelos de ecosistemas 
microbianos que ofrecen excelentes oportunidades para investigar cuestiones 
fundamentales de la estructura de las comunidades y la distribución de los 
microorganismos (Jessup et al., 2004). 
 
La presencia de tapetes microbianos es frecuente en fuentes termales. Por 
ejemplo, existen numerosos estudios sobre estas comunidades en el Parque 
Nacional de Yellowstone (Brock, 1978; Ward et al., 1990; Ward et al., 1998; 
Blank et al., 2002; Meyer-Dombard et al., 2005; Allewalt et al., 2006; Miller et 
al., 2009) y algunas otras fuentes termales del mundo (Moyer et al., 1995; 
Skirnisdottir et al., 2000; Hongmei et al., 2005; Portillo et al., 2009b; Kubo et 
al., 2011; Bohorquez et al., 2012; Mackenzie et al., 2013) que comentaremos 
más adelante. Los estudios realizados han demostrado que los tapetes 
microbianos de fuentes termales albergan comunidades microbianas dominadas 
por dos divisiones, Cyanobacteria y Chloroflexi. La creencia general, establecida 
a lo largo de años de investigación, es que estos dos grupos interaccionan entre 
sí y comparten zonas con temperaturas similares, de manera que Chloroflexi 
realizaría un metabolismo fotoheterótrofo a partir de compuestos orgánicos de 
bajo peso molecular producidos por los fotoautótrofos, las cianobacterias (Ward 
et al., 1998). Además, el desarrollo de estos dos grupos forma una matriz de 
exopolisacáridos que constituye el núcleo de los tapetes microbianos termófilos 
en las fuentes termales (Brock, 1978; Ward et al., 1998). Recientemente, nuevas 
evidencias apuntan hacia una perspectiva diferente, ya que algunos Chloroflexi 
son capaces de crecer de forma fotoautótrofa, tanto en cultivos como in situ (van 
der Meer et al., 2003; Klatt et al., 2007), sugiriendo una posible competencia 
entre los dos grupos (Miller et al., 2009). Por tanto, las relaciones ecológicas 
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entre Cyanobacteria y Chloroflexi y sus consecuencias en la estructura de las 
comunidades de los tapetes microbianos termófilos requieren más investigación. 
 
El objetivo de este estudio era investigar la distribución de las principales 
divisiones bacterianas y sus filotipos a lo largo de un amplio gradiente de 
temperatura (50ºC; desde 40 a 90ºC). Específicamente, entre las preguntas a 
analizar están evaluar cómo la temperatura determina la estructura de las 
comunidades microbianas y las relaciones entre las principales divisiones, 
Cyanobacteria y Chloroflexi. 
 
2.3. Materiales y Métodos 
 
2.3.1. Puntos de muestreo 
 
Las muestras fueron tomadas de un arroyo proveniente de una fuente termal en 
Mae Fang (19º 57,93’ N, 099º 09,26’ E) (norte de Tailandia) (Figura 2.1). En el 
origen de la fuente termal (Figura 2.2) la temperatura era de 90ºC y a lo largo del 
arroyo la temperatura disminuía hasta 40ºC aproximadamente. Este rango de 
temperatura de 50ºC se encontraba en aproximadamente 100 m. La estabilidad 
de las temperaturas en el arroyo de agua termal ha sido confirmada a lo largo de 
los años. No existe confluencia de otras aguas a lo largo de la zona del arroyo 
estudiado. El fondo del arroyo estaba cubierto por un tapete microbiano (Figura 
2.2) excepto en las zonas con las temperaturas más altas (80ºC y 90ºC). La 
composición geoquímica del agua proveniente del punto de emanación de la 
fuente termal muestreada puede consultarse en la Tabla 1.1. Las muestras 
consistían en porciones de los tapetes microbianos o, si estos no existían, de los 
sedimentos del fondo del arroyo. En total, se recogieron nueve muestras por 
duplicado en intervalos de aproximadamente 5-10ºC a lo largo del arroyo 
































































































































































Figura 2.2.  Fotos tomadas en el lugar de muestreo en las fuentes termales de Mae 
Fang, Tailandia. A. Detalle del afloramiento (90ºC). B. Vista del arroyo de 
la fuente termal con temperaturas que rondan los 60ºC mostrando el tapete 
microbiano verde cubriendo el fondo. C. Porción del tapete microbiano 











Tabla 2.1. Composición geoquímica de los elementos del agua en el punto de 
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muestras fueron conservadas en RNAlater (Ambion, Austin, Estados Unidos), 
para preservar los ácidos nucleicos y mantenidas en hielo hasta su llegada al 
laboratorio (Portillo et al., 2009b). Para medir la temperatura utilizamos un 
termómetro digital con una microsonda termopar. 
 
2.3.2. Caracterización de las comunidades microbianas 
 
Los principales componentes bacterianos de las comunidades se determinaron 
mediante amplificación por PCR del gen ARNr 16S, la obtención de los perfiles 
moleculares de las comunidades bacterianas mediante DGGE (“fingerprinting”), 
clonación y secuenciación parcial de dicho gen. Se llevaron a cabo dos 
repeticiones totalmente independientes, realizándose el análisis posterior sobre 
uno de los perfiles representativo de cada temperatura. Estudios previos de otras 
fuentes termales de Tailandia (Portillo et al., 2009b) sugirieron la existencia de 
una diversidad limitada en los tapetes microbianos de aguas termales y que los 
principales filotipos podían ser fácilmente detectados por análisis de 
electroforesis en gel con agentes desnaturalizantes (DGGE). 
 
La extracción del ADN se realizó utilizando el kit de extracción de ADN 
Nucleospin Food (Mackerey-Nagel, Düren, Alemania) (Portillo et al., 2009b). 
Para la amplificación por PCR de genes de ARNr utilizamos la polimerasa de 
ADN ExTaq (Takara, Shiga, Japón), siguiendo las recomendaciones del 
fabricante. Para un volumen final de 50 µl, la mezcla de reacción contenía 1 µl 
de solución de ADN molde (entre 10 y 100 ng ADN), 5 µl del tampón de PCR 
recomendado con 2 mM (concentración final) de Cloruro de Magnesio, 4 µl de 
la mezcla de los cuatro nucleótidos (0,2 mM, concentración final), 1 µl de cada 
uno de los dos cebadores necesarios (1 µM, concentración final), 0,25 µl de la 
enzima polimerasa (1,25 unidades) y el volumen de agua, libre de ácidos 
nucleicos y nucleasas, necesario para completar la reacción hasta el volumen 
final. Las condiciones de temperatura para la reacción de amplificación 
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consistieron en los siguientes pasos: 95ºC durante 2 minutos; 35 ciclos a 95ºC 
durante 20 segundos (desnaturalización), 55ºC durante 20 segundos 
(emparejamiento) y 72ºC durante 1 minuto (extensión); y una incubación final a 
72ºC durante 10 minutos.  
 
Los cebadores utilizados para la amplificación por PCR de los genes ARNr 16S 
para la obtención de los perfiles moleculares fueron 341F-GC (5'-AAC ACG 
GGA GGC AGC AG con una cola rica en GC ligada al extremo 5') y 518R (5'-
ATT ACC GCG GCT GCT GG) (Muyzer et al., 1993). En este caso, el paso de 
extensión durante la PCR tenía una duración de 40 segundos, el paso de 
incubación final era 30 minutos y el número de ciclos 40.  
 
Los perfiles moleculares de las comunidades bacterianas (“fingerprinting”) por 
la técnica DGGE (Muyzer et al., 1993) proporcionaron un patrón de bandas 
característico de cada comunidad. Estudios previos han descrito análisis de PCR-
DGGE con cuantificación relativa de sus bandas (Portillo y González, 2008; 
Portillo et al., 2009b). Este estudio sigue estrictamente dicho protocolo 
incluyendo el uso de marcadores de migración tal y como se ha descrito 
anteriormente (Portillo et al., 2009a). Resumidamente, el gradiente químico 
desnaturalizante preparado en geles de poliacrilamida (Acrilamida:Bisacrilamida 
37,5:1) al 8% con urea y formamida como agentes desnaturalizantes formando 
un gradiente final de 30% a 50%, siendo N-N’-N’-tetrametilendiamina 
(TEMED) y peroxodisulfato (APS) los agentes polimerizadores del gel. 
 
La cubeta de electroforesis empleada era Dcode-System (Bio-Rad, Munich, 
Alemania). Los productos de PCR (15 µl) mezclados con el tampón de carga se 
cargaron en los pocillos de los geles de DGGE. Los marcadores de migración 
(Pseudomonas aeruginosa CECT 4122, Escherichia coli CECT 433, 
Paenibacillus sp. DSM 34 and Streptomyces caviscabies ATCC 21619) 
sirvieron para normalizar las distancias de migración entre distintos geles. La 
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electroforesis se llevó a cabo a 200 V durante 210 minutos a 60ºC en tampón 
TAE 0,5x (concentración 1x: 40mM HCl-Tris, 20mM ácido acético y 1mM 
EDTA; pH 8,2). El ADN teñido con bromuro de etidio (10 μg/ml) y visualizado 
en un transiluminador (2UVP, Vilber Lourmat, Marne-la-Vallée, Francia) fue 
fotografiado.  
 
Se realizaron análisis de PCR-DGGE específicos para Cyanobacteria mediante 
una amplificación por PCR anidada. Una primera amplificación dirigida a los 
genes de ARNr 16S de las cianobacterias utilizando los cebadores cya106F (5’-
CGG ACG GGT GAG TAA CGC GTG A) y cya781Ra+b (5’-GAC TAC TGG 
GGT ATC TAA TCC CAT T y 5’-GAC TAC AGG GGT ATC TAA TCC 
CTTT) (Nübel et al., 1997) seleccionaba las secuencias correspondientes a las 
cianobacterias. Una segunda amplificación del producto anterior utilizando los 
cebadores 341F-GC y 518R generaba las bandas de DGGE comparables a las 
obtenidas por el procedimiento general para bacterias. 
 
Los distintos filotipos podían distinguirse por su migración en el gel de DGGE y 
dieron lugar al “fingerprinting” o perfil molecular característico de cada 
comunidad bacteriana. Para determinar si las diferencias observadas entre los 
perfiles de las distintas comunidades eran significativas seguimos el 
procedimiento estadístico descrito por Portillo y González (2008). 
 
Para identificar los distintos filotipos bacterianos se llevó a cabo la clonación de 
los fragmentos amplificados por PCR. La amplificación por PCR de los genes 
ARNr 16S bacterianos para la clonación y su posterior secuenciación la 
realizamos con el par de cebadores 27bF (5’-AGA GTT TGA TYM TGG CTC 
AG) (Portillo et al., 2009b) y 907R (5’-CCC CGT CAA TTC ATT TGA GTT T) 
(Lane, 1991). Para las cianobacterias, en la amplificación para la clonación y 
secuenciación de los genes ARNr 16S, utilizamos los cebadores cya106F y 
cya781Ra+b, tal y como ha quedado explicado anteriormente. Con los productos 
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de PCR, purificados con el kit “Jetquick PCR Product Purification Spin Kit” 
(Genomed, Löhne, Alemania), construimos genotecas de clones de genes ARNr 
16S con el kit de clonación “TOPO-TA Cloning kit for secuencing” (Invitrogen, 
Carlsbad, California, Estados Unidos). Los clones fueron seleccionados 
utilizando PCR-DGGE para la selección de las secuencias por comparación de 
las bandas principales visualizadas en los perfiles moleculares de las 
comunidades (González et al., 2003). El proceso de amplificación llevado a cabo 
para la selección de clones consistió en un primer paso de amplificación con los 
cebadores M13R y T7 propios del vector de clonación utilizado que amplifican 
la secuencia insertada en dicho vector. En el segundo paso de la PCR anidada 
amplificábamos con los cebadores 341F-GC y 518R el fragmento de ADN 
empleado en la DGGE. Las condiciones de la reacción de PCR diferían del caso 
general descrito previamente en que contenían 2 µl de ADN molde, 1 µl de 
mezcla de nucleótidos y la polimerasa utilizada fue la enzima BioTaq (Bioline, 
Randolph, Massachussets, Estados Unidos) con adición de Cloruro de Magnesio 
(1,5 mM, concentración final). Los clones de ARNr 16S seleccionados tras 
extraer el plásmido con el kit de purificación de plásmidos “JetQuick Plasmid 
Miniprep Spin Kit” (Genomed, Löhne, Alemania) fueron secuenciados por un 
servicio comercial externo (Secugen S. L., Madrid, España). 
 
2.3.3. Identificación de bacterias y diferenciación de sus 
comunidades  
 
Los taxones bacterianos se diferenciaron por el porcentaje de similitud entre las 
secuencias del gen ARNr 16S, distinguiéndose los niveles de 97% y 99% de 
similitud de secuencia y su pertenencia a divisiones diferentes, lo que permitió 
agrupar las secuencias en OTUs (“Operational Taxonomic Unit” o Unidad 
Taxonómica Operativa) (Zimmermann et al., 2005). Un nivel del 97% de 
similitud se ha relacionado aproximadamente con el nivel de especie (Rosselló-
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Mora y Amann, 2001). El nivel del 99% de similitud ha sido utilizado para 
discriminar entre microorganismos distintos (Horner-Devine et al., 2004). Los 
resultados de la búsqueda de homólogos realizada con el algoritmo Blastn 
(Altschul et al., 1990) frente a las bases de datos de ADN (GenBank; NCBI, 
“National Center for Bioinformation”, http://www.ncbi.nlm.nih.gov/) 
determinaron la clasificación de las secuencias en diferentes divisiones 
bacterianas. Las secuencias del gen ARNr 16S obtenidas durante este estudio 
están disponibles con los números de acceso del HQ416721 al HQ416869, 
aquellas generadas con cebadores para Bacteria, y del HQ416870 al HQ416899 
las secuencias generadas con cebadores específicos de Cyanobacteria. Se 
construyeron curvas de cobertura según Hughes y Hellmann (2005) basadas en 
las OTUs estimadas a los diferentes niveles de similitud. 
 
Para cada uno de los perfiles moleculares o “fingerprints”, se calculó el índice de 
diversidad de Shannon (Hill et al., 2003) y el número de OTUs de bacterias y 
cianobacterias, normalizado según el número de secuencias analizadas a cada 
temperatura. La distancia filogenética entre OTUs fue el resultado de la fracción 
de nucleótidos diferentes al alinear y comparar las secuencias del gen ARNr 16S 
utilizando el programa ClustalW (Thompson et al., 1994). El índice de similitud 
de Bray-Curtis (Woodward et al., 2010) permitió comparar comunidades 
microbianas de las distintas temperaturas.  
 
Para evaluar la significación de los resultados realizamos el test de Mantel con el 
paquete vegan de R (Oksanen et al., 2011). Específicamente este test permite (i) 
evaluar el nivel de significación de la asociación entre distancia filogenética y 
distancia ambiental, ésta última determinada por la temperatura in situ y (ii) 
determinar el nivel de significación de la diferente diversidad a distintas 
temperaturas. Estos tests confirman la divergencia entre los resultados obtenidos 




2.3.4. Análisis filogenéticos  
 
Las secuencias alineadas (véase arriba) fueron procesadas con el programa 
Treepuzzle (Strimmer y von Haeseler, 1996) para construir árboles filogenéticos 
mediante el método “maximum likelihood quartet puzzling”. Estos 
dendrogramas muestran las relaciones filogenéticas entre las secuencias 
analizadas. Los valores de fiabilidad calculados para cada bifurcación indicaban 
el número de veces (en porcentaje) que ésta había sido reconstruida durante el 
proceso de construcción iterativa (1.000 estimaciones). Con el fin de obtener un 
árbol filogenético conservador, se simplificaron las bifurcaciones cuando el 
valor obtenido para una bifurcación era inferior al 50% (Stott et al., 2008). El 
número de nucleótidos utilizado en la construcción de estos árboles fue 760 y 
790 nucleótidos para Chloroflexi y Cyanobacteria, respectivamente. Thermotoga 
neapolitana (número de acceso AB039768) fue utilizado como referencia 




Las comunidades microbianas en la fuente termal de Mae Fang variaban en 
función de la temperatura. Las diferencias entre los patrones de bandas de estas 
comunidades eran significativas (P<0,05; Portillo y González, 2008). Cada uno 
de los filotipos encontrados se detectaron en un rango de temperatura reducido 
(generalmente menor de 10ºC). Estos resultados eran comunes a los perfiles 
moleculares obtenidos tanto con cebadores para bacterias (Figura 2.3A) como 
para cianobacterias (Figura 2.3B). Las réplicas obtenidas para cada perfil 
molecular pueden observarse en la Figura 2.4.  
 




Figura 2.3.  Perfiles moleculares de las comunidades bacterianas, obtenidos mediante 
DGGE, a lo largo de un rango de 50ºC en una fuente termal de Mae Fang 
(Tailandia). Se muestran los perfiles moleculares obtenidos con cebadores 
para Bacteria (A) y cebadores específicos para Cyanobacteria (B). Las 
flechas indican la posición de los marcadores de migración que (de arriba 



































































































































































































































Comunidades bacterianas en aguas termales 
85 
Las curvas de cobertura (Figura 2.5) mostraron una clara tendencia hacia una 
asíntota horizontal divergiendo de la recta 1:1. Las curvas obtenidas para los 
niveles de similitud del 97% y 99% fueron similares, lo que sugiere que la 
diferenciación de las OTUs tenía lugar mayoritariamente por debajo del nivel de 
 “especie” (por debajo del 97% de similitud en los genes ARNr 16S). Debido a 
la proximidad de las curvas a su asíntota horizontal, podemos deducir que en 
este estudio logramos detectar la mayoría de las divisiones que poblaban las 
muestras estudiadas. En el caso de la comunidad microbiana observada a 50ºC, 
la curva de cobertura no alcanzó dicha asíntota horizontal debido a la existencia 
de un pico de gran diversidad a esta temperatura. 
 
A lo largo del gradiente, pudimos detectar la distribución de distintas divisiones 
bacterianas que correspondían con microorganismos hipertermófilos, termófilos 
y mesófilos, desde las temperaturas más altas a las más bajas (Figura 2.6). Los 
hipertermófilos dominaban en las temperaturas más altas (de 90ºC a 70ºC) e 
incluían principalmente las divisiones Dictyoglomi, Thermotogae y Aquificae. 
Otras fracciones más reducidas dentro de estas comunidades estaban 
representadas por los grupos Thermodesulfovibrio y Deinococcus-Thermus. 
Estos hipertermófilos representaban el 98%, 81%, 80%, 47% y 11% de las 
comunidades bacterianas a 90ºC, 80ºC, 75ºC, 70ºC y 65ºC, respectivamente, y 
no se detectaban por debajo de 65ºC. Alrededor de los 70ºC, detectamos algunas 
divisiones raramente o no cultivadas y mayoritariamente desconocidas, tales 
como las divisiones candidatas OP4, OP9 y OP10 (Armatimonadetes), lo que 
sugiere la adaptación a condiciones termófilas de los miembros de estas 
divisiones candidatas. Por ejemplo, la división Armatimonadetes, anteriormente 
conocida como división candidata OP10 (Tamaki et al., 2011), estaba presente 
como un componente importante de la comunidad bacteriana a 70ºC (13%) y 
representaba fracciones inferiores de las comunidades hasta 90ºC. Este hallazgo 








































Figura 2.5 Curvas de cobertura para las comunidades microbianas analizadas a lo 
largo del gradiente de temperatura estudiado en función de su nivel de 
similitud (A, 99%; B, 97%; C, División). También se muestra la recta 1:1 
(línea discontinua) como referencia. 


















































































































temperaturas superiores a las descritas anteriormente (Stott et al., 2008; Portillo 
y González 2009).  
 
El rango de temperaturas entre 70ºC y 75ºC representa el límite superior de 
temperatura en la distribución de las cianobacterias. Las bacterias termófilas 
dentro de la división Cyanobacteria, Chloroflexi y Bacteroidetes dominaban el 
rango de temperatura de 55ºC a 65ºC. A 65ºC, el 39% de la comunidad 
bacteriana pertenecía a Cyanobacteria y esta división constituía más del 20% de 
la comunidad en el rango de temperatura de 55ºC a 70ºC. Chloroflexi suponía 
una fracción importante de las comunidades entre 40ºC y 80ºC con un pico 
máximo a 60ºC (46% de la comunidad bacteriana). Cyanobacteria y 
Bacteroidetes presentaban abundancias relativas similares a 65ºC. Bacteroidetes 
representaba el 37% de la comunidad bacteriana a 65ºC y el 21% a 40ºC.  
 
A 50ºC, la mayoría de las divisiones termófilas seguían siendo detectables y 
compartían el entorno con mesófilos y termófilos moderados. A esta temperatura 
(50ºC) se detectaron numerosas divisiones no cultivadas (por ejemplo, las 
divisiones candidatas AC1 BRC1, KSN1, JS1, OP1, OP3, OP8, KSB1). Así, 
50ºC fue la temperatura que presentaba la mayor diversidad detectada en este 
estudio. Proteobacteria y Actinobacteria se detectaron a, y por debajo de, 55ºC. 
A 40ºC, la comunidad bacteriana estaba constituida principalmente por las 
divisiones (en orden decreciente de abundancia) Chloroflexi, Bacteroidetes, 
Firmicutes, Chlorobi, Cyanobacteria, Nitrospirae, Proteobacteria y la división 
candidata JS1. 
 
La mayoría de las OTUs de la fuente termal estudiada (considerando el nivel de 
similitud del 99%) fueron detectadas dentro de un rango de temperatura 
relativamente estrecho, generalmente ≤10ºC (Figura 2.7). Las OTUs se 
extendían como mucho unos pocos grados arriba y abajo de su aparente 
temperatura óptima. La Figura 2.7 muestra la distribución de las principales  





































Figura 2.7. Distribución de los principales filotipos dentro de las divisiones 
Chloroflexi (A) y Cyanobacteria (B y C) a lo largo del gradiente de 
temperatura en la fuente termal de Mae Fang. Se muestran los análisis de 
las cianobacterias detectadas en este estudio utilizando los cebadores para 
el Dominio Bacteria (B) y cebadores específicos de Cyanobacteria (C). 
Los grupos determinados en función de la temperatura in situ se indican en 
la parte superior de cada figura utilizando números romanos. 
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OTUs de Chloroflexi y Cyanobacteria a lo largo del gradiente de temperatura 
estudiado. Las OTUs de estas dos divisiones pueden clasificarse en siete grupos 
principales según su dominancia a una temperatura determinada (Figura 2.7). El 
grupo I estaba representado por las OTUs de Choroflexi 25a, 25b y 26, 
detectadas entre 75ºC y 85ºC; la división Cyanobacteria no se detectó por 
encima de 75ºC. El grupo II era el dominante a 70ºC y estaba representado por 
las OTUs 1a, 1e, 108 y 109 de cianobacterias y la OTU 27 de Chloroflexi, 
dominante en esta división alrededor de 70ºC. El grupo III (alrededor de 65ºC) 
estaba dominado por Cyanobacteria e incluye las OTUs 112a, 112b, 112c, 115b 
y 116 de esta división. Entre los representantes de Chloroflexi del grupo III se 
encontraban las OTUs 55 y 56, las cuales mostraron una representación 
relativamente baja comparado con Cyanobacteria a esta temperatura. Las OTUs 
más importantes de Cyanobacteria pertenecientes al grupo IV (60ºC) fueron 
115a y 117. En Chloroflexi, el grupo IV estaba representado por las OTUs 31, 
34 y 57. El grupo V (55ºC) estaba representado por la OTU 110 de 
cianobacterias y las OTUs 29, 30, 32 y 36-37 de Chloroflexi. La comunidad de 
cianobacterias pertenecientes al grupo VI (50ºC) estaba constituida 
principalmente por las OTUs 2a y 111, y la de Chloroflexi por la OTU 43 entre 
otras que representaban fracciones minoritarias de la comunidad bacteriana a 
50ºC. El grupo VII (40ºC) se correspondía con los mesófilos y estaba 
representado por las OTUs 41, 47, 49, 51, 54 y 59 de Chloroflexi (entre otros en 
menor proporción) y la OTU 113 de cianobacterias. 
 
Los análisis filogenéticos de las dos divisiones bacterianas más representativas, 
Chloroflexi y Cyanobacteria, detectadas en la fuente termal de Mae Fang 
estudiada, se muestran en las Figuras 2.8 y 2.9, respectivamente. Las OTUs que 
habitan un rango de temperatura específico suelen agruparse dentro de una 
misma rama filogenética o en ramas cercanas. Esto sugiere una relación entre 
proximidad filogenética y similitud de condiciones ambientales. Sin embargo, 
otras OTUs distantes filogenéticamente también podrían tener una temperatura  




























Figura 2.8. Árbol filogenético que muestra el agrupamiento de los diferentes filotipos 
de la división Chloroflexi detectados en este estudio y otras secuencias 
relacionadas. Se indican los grupos de temperatura correspondientes a las 
OTUs de Chloroflexi. La barra indica el porcentaje de nucleótidos 
sustituidos. Los valores de fiabilidad son el resultado de 1000 iteraciones. 
Los grupos corresponden a las siguientes temperaturas: Grupo I, 75ºC; 
Grupo II, 70ºC; Grupo III, 65ºC; Grupo IV, 60ºC; Grupo V, 55ºC; Grupo 































Figura 2.9. Árbol filogenético que muestra el agrupamiento de los diferentes filotipos 
de la división Cyanobacteria detectados en este estudio y otras secuencias 
relacionadas. Se indican los grupos de temperatura correspondientes a las 
OTUs de Cyanobacteria. La barra indica el porcentaje de nucleótidos 
sustituidos. Los valores de fiabilidad son el resultado de 1000 iteraciones. 
Los grupos corresponden a las siguientes temperaturas: Grupo I, 75ºC; 
Grupo II, 70ºC; Grupo III, 65ºC; Grupo IV, 60ºC; Grupo V, 55ºC; Grupo 
VI, 50ºC; Grupo VII, 40ºC. 
Comunidades bacterianas en aguas termales 
93 
óptima similar lo que sugiere que más de un linaje podría adaptarse a unas 
condiciones ambientales específicas. 
 
La relación entre la similitud de las comunidades y la distancia ambiental 
(representada por la diferencia de temperatura) se analizó entre pares de 
comunidades utilizando el índice de Bray-Curtis. El índice de similitud 
disminuía considerablemente al aumentar la diferencia de temperatura entre las 
muestras comparadas (Figura 2.10). Los tests de Mantel confirmaron la 
importancia de esta relación (P<0,05). Por lo general, para diferencias de 
temperatura mayores de 20ºC sólo se observaban similitudes mínimas. 
 
Las estimaciones comparativas del índice de Shannon y de la riqueza de especies 
mostraron picos de valores máximos a 50ºC y 70ºC, tanto al 99% de similitud de 
OTUs como a nivel de división, siendo la temperatura de 50ºC la que mostraba 
el mayor número de filotipos. La zona entre 50ºC y 70ºC era una zona de 
relativamente baja diversidad donde dominaban Cyanobacteria, Chloroflexi y 
Bacteroidetes. Para comprobar que estos picos de diversidad máxima eran 
significativos se analizó la diversidad de filotipos bacterianos (P=0,0034) y de 
sus divisiones (P=0,0033) y el índice de Shannon (P=0,0191 y P=0,0045 al nivel 
del 99% y de división, respectivamente). Estos picos de diversidad parecen 
representar un efecto frontera (“edge effect”) donde confluyen las OTUs que se 
desarrollan óptimamente a temperaturas por encima y por debajo de 50ºC y 





El análisis de las comunidades microbianas a lo largo de un gradiente de 



























Figura 2.10. Valores del índice de similitud de Bray-Curtis entre las comunidades 
bacterianas a lo largo del gradiente de temperatura estudiado. Las 
comparaciones corresponden con cada una de las muestras estudiadas a 
90,0ºC (A), 80,0ºC (B), 75,0ºC (C), 70,2ºC (D), 65ºC (E), 60,2ºC (F), 
55,7ºC (G), 50,1ºC (H) y 39,9ºC (I). 
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rangos de temperatura estrechos, por lo que las condiciones que permiten un 
desarrollo óptimo en el ambiente son muy limitadas. Algunos filotipos coexisten 
bajo condiciones de temperatura específicas. Los filotipos cercanos 
filogenéticamente son más propensos a compartir condiciones ambientales que 
los filotipos distantes dentro de una misma división. Este hecho se ha 
demostrado para las dos divisiones principales en el entorno estudiado, 
Cyanobacteria y Chloroflexi. La distribución de los filotipos bacterianos a lo 
largo de un gradiente de temperatura de 50ºC muestra un ambiente muy 
estructurado con máximos de diversidad a 50ºC y 70ºC, temperaturas que 
definen el rango de distribución para mesófilos, termófilos e hipertermófilos, 
respectivamente. 
 
Los microorganismos que componen las comunidades estudiadas se podrían 
clasificar en tres grandes grupos según la temperatura de muestreo: 
hipertermófilos (por encima de 70ºC), termófilos (50ºC-70ºC) y mesófilos (por 
debajo de 50ºC). Estos grupos están bien definidos por las condiciones de 
temperatura y la distribución de los microorganismos detectados durante este 
estudio. Además, los efectos frontera observados a estas temperaturas concretas 
(50ºC y 70ºC) permiten definir ecotonos con diversidad elevada. En la fuente 
termal estudiada, cada uno de estos tres grupos (mesófilos, termófilos e 
hipertermófilos) habita un rango de temperatura, por lo general, restringido a los 
límites definidos por 50ºC y 70ºC (Itoh y Iino, 2013; Stetter et al., 1990). 
Determinados grupos bacterianos no cultivados (es decir, de divisiones 
candidatas) parecían adaptados a estos ecotonos sugiriendo que estos grupos 
necesitan un rango de condiciones ambientales bien definido y un posible 
requerimiento de interacciones metabólicas con los microorganismos con los que 
comparten estos nichos. Esta información podría explicar las dificultades 
actuales para cultivar representantes de las divisiones no cultivadas, o difíciles 
de cultivar, y podría ser útil a la hora de diseñar nuevos métodos de cultivo para 




Curiosamente, la distribución de los microorganismos (representados por OTUs) 
en el ambiente estudiado está lejos de ser uniforme a lo largo de un rango de 
temperatura razonable. Más bien, microorganismos diferentes, aparentemente 
adaptados a condiciones ligeramente distintas, se encuentran compartimentados 
en zonas caracterizadas por rangos de temperatura relativamente estrechos. Así, 
el gradiente de temperatura estudiado, que abarca 50ºC, se encuentra 
estructurado con diferentes microorganismos capaces de competir con otros que 
se desarrollan bajo condiciones ligeramente diferentes rellenando 
completamente los hábitats disponibles. Estas observaciones permiten describir 
la complejidad de las comunidades microbianas en ambientes naturales y 
específicamente en fuentes termales. 
 
Los rangos de temperatura en los que se distribuye cada OTU a lo largo del 
gradiente son más estrechos que los descritos generalmente para las bacterias 
cultivadas bajo condiciones de laboratorio. Estos resultados sugieren que los 
microorganismos en la naturaleza presentan diferente comportamiento al 
observado cuando son aislados y crecidos bajo experimentación en el 
laboratorio. Mientras que la mayoría de las OTUs se detectaban dentro de un 
rango de <10ºC, los cultivos a menudo muestran crecimiento en un rango de, al 
menos, 20-40ºC, incluyendo una temperatura óptima dentro de ese intervalo 
(Madigan et al., 2003; Wiegel, 1990). Por tanto, podemos deducir que las 
condiciones para el crecimiento de microorganismos específicos en un entorno 
natural son bastante restrictivas y los microbios compiten y conviven con otros 
microorganismos dentro de un estrecho margen ecológico de condiciones 
ambientales. La distribución restrictiva observada para las distintas OTUs a lo 
largo del gradiente de temperatura sugiere que existe una fuerte competitividad 
(y probablemente también estrictas interacciones positivas y negativas entre 
microorganismos) en el entorno estudiado. Estas observaciones constituyen una 
posible explicación para la alta diversidad detectada en los sistemas naturales 
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donde la variabilidad genética y fenotípica permite que distintas bacterias 
compartan un mismo ambiente bajo estrictas condiciones ambientales. 
 
Los resultados han mostrado que la distancia filogenética está relacionada con 
las condiciones ambientales. La distancia ambiental (determinada por la 
temperatura) sugiere una diferenciación filogenética mientras que la proximidad 
aumenta las posibilidades de detección de representantes filogenéticamente 
cercanos. Las células aparentemente están obligadas a vivir en nichos 
relativamente estrechos. La distancia ambiental aumenta la presión evolutiva 
hacia cambios filogenéticos dirigidos a una mejor adaptación a esas condiciones 
diferentes (Telford et al., 2006). En bacterias se ha sugerido una posible relación 
entre grupos taxonómicos y área de muestreo (Horner-Devine et al., 2004) como 
había sido descrito previamente para organismos superiores (Bell et al., 2005; 
Harte et al., 1999; Lawton, 1999). En nuestro estudio, la temperatura define 
ambientes característicos que permiten el desarrollo de microorganismos 
específicos, limitando el crecimiento de otros. Así, células específicas 
encuentran nichos y ventanas de oportunidad en unas condiciones bien definidas 
donde determinadas OTUs se pueden desarrollar dirigidas por estrechas 
interacciones con otras bajo condiciones similares o ligeramente diferentes. Esta 
organización y compartimentación de las oportunidades ambientales estructura 
el gradiente de temperatura completo maximizando la diversidad y funcionalidad 
dentro del sistema. 
 
Cyanobacteria y Chloroflexi son las dos divisiones más representativas en los 
tapetes microbianos en la fuente termal de Mae Fang dentro del rango de 
temperatura de 50ºC a 65ºC. Recientemente, se ha abierto un debate sobre la 
coexistencia (Brock, 1978; Portillo et al., 2009b; Ward et al., 1998) o exclusión 
(Klatt et al., 2007; Miller et al., 2009; van der Meer et al., 2003) entre estos dos 
grupos. Este estudio sugiere que ambas hipótesis podrían explicar la distribución 
y las interacciones entre Cyanobacteria y Chloroflexi en fuentes termales. 
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Algunos representantes comparten nichos sugiriendo una posible interacción 
metabólica mientras que en otros rangos de temperatura, aparentemente, una de 
las divisiones queda prácticamente excluida. Por ejemplo, en el rango de 
temperatura entre 55 y 60ºC, representantes de Cyanobacteria y Chloroflexi 
comparten entorno (grupos IV y V). Sin embargo, el rango entre 65 y 70ºC está 
mayoritariamente dominado por representantes de cianobacterias (grupos II y 
III). A 75ºC o más, los representantes de Chloroflexi presentan una proporción 
de la comunidad mayor que los representantes de Cyanobacteria. En estas 
temperaturas (75ºC y superiores), la exclusión de la división Cyanobacteria 
también puede ser una consecuencia de la inhibición de la fotosíntesis por la 
temperatura (Allewalt et al., 2006). Aunque está fuera del ámbito de este 
estudio, la limitación de la fotosíntesis a 75ºC no parece ser una consecuencia de 
la maquinaria fotosintética, como sugieren recientes medidas de actividad 
fotosintética a altas temperaturas (Allewalt et al., 2006; Sheridan y Ulik, 1976), 
sino que más bien podría ser atribuida a daños estructurales en estas células, por 
ejemplo, en la integridad de sus membranas a esas temperaturas. La diferente 
distribución de los representantes de Chloroflexi y Cyanobacteria sugiere que las 
posibles diferencias en la fisiología de estas dos divisiones bacterianas podrían 
regirse por la temperatura. Las interacciones observadas entre los 
microorganismos y su medio ambiente no siempre son fáciles de entender. Los 
resultados presentados sugieren que las condiciones ambientales y las 
interacciones ecológicas (por ejemplo, competencia y mutualismo) entre 
diferentes representantes determinan, en última instancia, la distribución espacial 




Un sistema modelo, tal y como es el amplio gradiente de temperatura encontrado 
en una fuente termal, ha resultado de gran valor para describir los patrones de 
Comunidades bacterianas en aguas termales 
99 
distribución de microorganismos en el sistema estudiado con importantes 
consecuencias para otros ambientes (Jessup et al., 2004). Una variedad de 
diferentes filotipos se distribuye de forma altamente compartimentada a lo largo 
del gradiente de temperatura completo. La diversidad observada fue el resultado 
de la variabilidad existente en y entre grupos taxonómicos y divisiones 
bacterianas. El estrecho margen de temperatura donde la mayoría de los filotipos 
se desarrollan indica una fuerte selección ambiental e interacciones ecológicas 
restrictivas entre los miembros de las comunidades bacterianas en la fuente 
termal estudiada. La extrapolación de la información recabada en un ambiente 
modelo de alta temperatura a otros ambientes naturales, contribuye 
significativamente a explicar parcialmente la elevada complejidad y diversidad 
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Fervidobacterium thailandense sp. nov.,  
un nuevo termófilo extremo aislado de 









 representa una bacteria termófila extrema, heterótrofa y 
estrictamente anaerobia aislada de una fuente termal en Tailandia. Las células 
típicas de la cepa FC2004
T
 son bacilos (0,5-0,6 x 1,1-2,5 μm) con una membrana 
hinchada a modo de globo en un extremo (toga), aunque también forman 
estructuras en forma de filamentos (10-30 μm de longitud) y cuerpos 
redondeados o esferoides (3-8 μm-diámetro) formados por una membrana que 
engloba dos o más células en su interior. El rango de temperatura de crecimiento 
era de 60-88ºC (temperatura óptima 78-80ºC), el rango de pH de 6,5 a 8,5 ( pH 
óptimo 7,5) y el rango de concentración de NaCl que permitía el crecimiento era 
de 0 a <5 g/l (concentración óptima 0,5 g/l). La adición de Sº estimulaba el 
crecimiento mientras que el S2O3
2-
 y el NO3
-
 no influían. En cuanto a los hidratos 
de carbono, este microorganismo puede crecer utilizando glucosa, maltosa, 
sacarosa, fructosa, celobiosa, carboximetilcelulosa y almidón. Su membrana está 
compuesta principalmente por los ácidos grasos saturados C16:0 (71,6%) y C18:0 
(10,7%). El contenido en G+C era 45,8 mol%. La secuencia del gen ARNr 16S 
de la cepa FC2004
T
 reveló una alta similitud con las especies del género 
Fervidobacterium: F. pennivorans DSM 9078
T
 (97-96%), F. islandicum AW-1 
(96%), F. changbaicum CBS-1
T
 (96%), F. islandicum H-21
T
 (95%), F. nodosum 
Rt17-B1
T
 (95%), F. riparium 1445t
T
 (95%) y F. gondwanense AB39
T
 (93%). La 
secuencia del genoma de la cepa FC2004
T
 mostró un tamaño de 2 Mbp y un 
total de 1858 CDSs, de las cuales, 39 correspondían con secuencias de inserción 
(IS). El análisis filogenético de las secuencias del gen ARNr 16S y el análisis 
ANI (Average Nucleotide Identity) sugieren que la cepa FC2004
T
 podría tratarse 
de una nueva especie dentro del género Fervidobacterium, para la que se 













La división Thermotogae comprende diversas bacterias mesófilas, termófilas e 
hipertermófilas estrictamente heterótrofas y anaerobias que se caracterizan por 
que todas poseen una estructura membranosa exterior característica a modo de 
vaina llamada toga. Recientemente, los miembros de esta división han sido 
reclasificados en 4 órdenes que contienen 5 familias: Thermotogales 
(Thermotogaceae y Fervidobacteriaceae), Kosmotogales (Kosmotogaceae), 
Petrotogales (Petrotogaceae) y Mesoaciditogales (Mesoaciditogaceae) 
(Reysenbach et al., 2013; Bhandari y Gupta, 2014; Itoh et al., 2016). Hasta la 
fecha, la división Thermotogae está descrita como no formadora de esporas, sin 
embargo, las células en fase estacionaria de Pseudothermotoga subterranea (o 
Thermotoga subterranea) así como Thermotoga sp. cepa PD524 se mostraron 
altamente resistentes a diversos agentes químicos y condiciones adversas 
(Jeanthon et al., 1995; Kanoksilapatham et al., 2015).  
 
Los miembros del género Fervidobacterium (pertenecientes a la familia 
Fervidobacteriaceae) comparten ciertas características morfológicas comunes, ya 
que todos son bacilos cortos y rígidos que presentan una toga similar a un globo 
en uno de los extremos de la célula. Dentro del género Fervidobacterium se 
conocen seis especies, que incluyen Fervidobacterium nodosum Rt17-B1
T
 (Patel 
et al., 1985), F. islandicum H-21
T
 (Huber et al., 1990), F. gondwanense AB39
T
 
(Andrews y Patel, 1996), F. pennivorans DSM 9078
T
 (Friedruch y Antranikian, 
1996), F. islandicum AW-1 (Nam et al., 2002) F. changbaicum CBS-1
T
 (Cai et 
al., 2007) y F. riparium 1445t
T
 (Podosokorskaya et al., 2011), las cuales han 
sido aisladas de diversas fuentes termales en distintas partes del mundo.  
 
Recientemente, se han descubierto linajes de termófilos e hipertermófilos dentro 
de la división Thermotogae en fuentes termales del norte de Tailandia (Cuecas et 
al., 2014), incluyendo Thermotoga sp. cepa PD524 que se caracteriza porque 
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forma unas estructuras similares a un palo de golf (Kanoksilapatham et al., 
2015). El objetivo de este estudio era caracterizar una nueva bacteria termófila 
aislada de una fuente termal al norte de Tailandia.  
 
3.3. Materiales y métodos 
 
Una muestra de sedimento procedente de una fuente termal (19° 57' 59,60" N, 
99° 9' 21,53" E) situada en el Parque Nacional de Mae Fang, al norte de 
Tailandia, fue utilizada en el proceso de aislamiento. La temperatura en el sitio 
de muestreo era de 90ºC.  
 
El aislamiento lo llevamos a cabo en anaerobiosis a 80
o
C en medio 480G 
(Kanoksilapatham et al., 2015) con adición de 1% de azufre (peso/volumen; 
p/v). El medio 480G contenía (por litro): NaCl (0,5 g), NH4Cl (0,33 g), CaCl2 · 
2H2O (0,15 g), MgCl2 · 6H2O (0,35 g), KCl (0,3 g), KH2PO4 (0,3 g), digerido 
pancreático de caseína (triptona) (1 g) (Criterion, CA, USA), extracto de 
levadura (0,5 g) (Criterion, CA, USA), solución A5 (1 ml), solución de 
resazurina (0,5 ml de una solución de 0,2 g/l) y 3 ml de la solución Na2S · 9H2O 
[25% (p/v), pH 7]. El pH se ajustó a 7,2-7,5 usando NaOH 1N ó HCl 1N. La 
solución A5 (por litro) estaba compuesta por Co (NO3)2
 
· 6H2O (0,00494 g), 
CuSO4 · 5H2O (0,0079 g), H3BO3 (0,286 g), MnCl2 · 4H2O (0,181 g), Na2MoO4 
· 2H2O (0,039 g) y ZnSO4 · 7H2O (0,0222 g). Para obtener un cultivo puro de la 
cepa FC2004 utilizamos la técnica de dilución a extinción con tres repeticiones 
consecutivas. 
 
Utilizando un microscopio de contraste de fase (Nikon eclipse 50i) y un 
microscopio electrónico de barrido (Scanning Electron Microscope; SEM; 
CamScanMX-2000) visualizamos la morfología de las células de la cepa 
FC2004. Para la observación de estructuras de resistencia, un cultivo en fase 
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estacionaria fue teñido con el método de tinción de Schaeffer-Fulton, con ligeras 
modificaciones. Brevemente, el procedimiento consistió en suspender y fijar una 
pastilla de células en un volumen igual de glutaraldehído (10%) durante 20 
minutos a temperatura ambiente. Las células preservadas se extendieron sobre 
un portaobjetos realizando un frotis, seguido de secado y fijación por 
calentamiento. Para evitar la sequedad durante el procedimiento de tinción, un 
exceso de solución colorante verde malaquita cubría completamente el frotis y la 
tinción la realizamos dentro de una placa Petri con papel absorbente e 
incubándose a 80ºC para facilitar la tinción. Después de 20 minutos de tinción, 
el exceso de colorante fue retirado a lo que siguió un lavado con agua destilada 
para decolorar las células vegetativas. Seguidamente, el protocolo consistía en 
añadir el colorante de contraste safranina sobre el frotis e incubarlo durante 1 
minuto a temperatura ambiente. Finalmente, el frotis era lavado con agua varias 
veces. 
 
Para determinar el crecimiento de la cepa FC2004 en función de la temperatura, 
concentración de NaCl y pH utilizamos medio 480G (en botellas con 100 ml por 
triplicado). La abundancia inicial de células era 10
5
 células/ml. Para determinar 
la velocidad de crecimiento, tomamos alícuotas (1 ml) a intervalos de tiempo 
apropiados (2-3 h) durante su fase exponencial y realizamos recuentos directos 
en un microscopio de contraste de fase. La velocidad de crecimiento (μ) se 
calculó por regresión lineal durante la fase exponencial de crecimiento a partir 
de gráficas semilogarítmicas. 
 
Para analizar la utilización de hidratos de carbono crecimos las células de la cepa 
FC2004 en un medio basal con adición de 0,1% (p/v) del carbohidrato en 
cuestión (por triplicado). La composición del medio basal era similar al medio 
480G excepto que en este caso contenía 0,1 g/l digerido pancreático de caseína y 
0,05 g/l extracto de levadura. Consideramos el ensayo como positivo cuando la 
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abundancia alcanza un valor de al menos el doble al observado en el medio basal 
(control). 
 
El efecto del S2O3
2-
 y el NO3
-
 (20 mM, concentración final) sobre el crecimiento 
en medio 480G lo analizamos como se ha descrito previamente 
(Kanoksilapatham 2015). Estudiamos el efecto del Sº sobre el crecimiento en 
medio 480G con 1% de Sº (p/v). Un inóculo de la cepa FC2004 con una 
concentración de 10
5
 células/ml fue inoculada en medio 480G (control) y en dos 
réplicas de medio 480G con 1% de Sº. Las alícuotas tomadas a las 24, 48 y 72 
horas durante la incubación realizada a 80ºC sirvieron para estimar el 
crecimiento. El nivel de significación del aumento del crecimiento se analizó 
mediante ANOVA de un solo factor y LSD (Least Significant Difference). 
Durante estas incubaciones determinamos si se producía sulfuro a partir de 
muestras tomadas antes y después de la incubación por el método de azul de 
metileno (Askew y Smith, 2005).  
 
La capacidad para hidrolizar queratina fue determinada a partir de la 
degradación de plumas a 80
o
C en medio I-medium modificado (Friedrich y 
Antranikian, 1996). La solución de elementos traza y la de vitaminas en este 
medio modificado fue sustituida por NaCl, (0,3 g/l) y solución A5, (1 ml/l). Un 
primer paso consistió en la incubación de un inóculo de la cepa FC2004 en 
medio 480G durante la noche hasta conseguir un cultivo con aproximadamente 
10
5
 células/ml. Posteriormente, un inóculo de este cultivo fue transferido al 
medio descrito modificado que contenía plumas.  
 
Para purificar ADN de la cepa FC2004 utilizamos el Master kit “MasterPure 
Gram Positive DNA Purification Kit” (Epicenter, Madison, Wisconsin, Estados 
Unidos). La estimación del contenido G+C del genoma se realizó tanto por el 
método de desnaturalización térmica (Marmur y Doty, 1962) como a partir de la 
secuencia preliminar de su genoma (Número de acceso LWAF01000000) que 
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realizamos en un pirosecuenciador GS FLX (Roche, Basilea, Suiza). A partir de 
esta secuencia preliminar del genoma, obtuvimos el gen ARNr 16S. 
Construimos un árbol filogenético basado en genes ARNr 16S utilizando el 
programa MEGA 6 (Tamura et al., 2013). El análisis ANI (Average Nucleotide 
Identity) realizado con la herramienta “ANI calculator” (http://ww.enve-
omics.ce.gatech.edu/ani/) según Goris et al. (2007) sirvió para evaluar el grado 
de similitud entre pares de genomas dentro del género Fervidobacterium.  
 
Utilizando el sistema Sherlock MIS (Microbial Identification System; Microbial 
IDentification Inc., MIDI, Newark, Delaware, Estados Unidos) (Sasser, 1990) a 
partir de células de un cultivo en medio 480G (80ºC), aproximadamente en la 
mitad de la fase exponencial de crecimiento determinamos la composición de 
ácidos grasos en la membrana de la cepa FC2004. Esta determinación la realizó 
la Colección Española de Cultivos Tipo (CECT; Paterna, Valencia, España).  
 
Para evaluar los ácidos orgánicos liberados al medio de cultivo durante el 
crecimiento de la cepa FC2004 en medio de 480G, estos fueron trasformados en 
ésteres metílicos de ácidos grasos (FAMEs; Fatty Acid Methyl Esters) mediante 
una reacción de transesterificación usando metóxido de sodio (0,5% en 
metanol). Estos FAMEs fueron analizados mediante cromatografía de gases en 
un cromatógrafo Hewlett-Packard 5890 Serie II (Hewlett-Packard, Avondale, 
Estados Unidos) equipado con un detector de ionización de llama. La separación 
se llevó a cabo en una columna SGE BPX70 (10 m de longitud; diámetro interno 
de 0,1 mm; 0,2 µm de tamaño de partícula) usando el H2 como gas portador. Las 
temperaturas del inyector y del detector eran de 250ºC y 270ºC y se estableció 
un gradiente de temperatura de 50ºC a 250ºC durante 45 minutos. Comparando 
los tiempos de retención con estándares conocidos identificamos los FAMEs en 
los cultivos analizados. Este análisis lo realizó el Dr. Sánchez Perona (Instituto 
de la Grasa, CSIC, Sevilla, España). 
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3.4. Resultados y discusión 
 
Las células de la cepa FC2004 presentaban una morfología tipo bacilo 
encapsulado por una membrana externa, “toga”, que formaba una estructura en 
forma de globo en uno de los extremos (Figura 3.1a). Las dimensiones de los 
bacilos variaba en el rango 0,5-0,6 x 1,1-2,5 μm. Se identificaron dos formas 
diferentes de bacilos, en forma de balón de rugby y en forma de barril, ambos 
presentando el esferoide terminal (Figura 3.1b, c). También se detectaron 
filamentos celulares (10-30 μm de longitud) (Figura 3.1d) y cuerpos 
redondeados o esferoides (diámetro de 3 a >8 μm) delimitados por una 
membrana que podían contener hasta más de 10 células en su interior (Figura 
3.1a). Por otro lado, bajo el microscopio de contraste de fase, observamos un 
cuerpo ovoide refringente envuelto por una capa gruesa (Figura 3.1e), al que 
hemos llamado “estructura refringente”, en el centro de determinadas células en 
fase estacionaria. Estas estructuras se detectaron gracias a la tinción de células 
en fase estacionaria con el colorante verde malaquita utilizando el método de 
tinción de Schaeffer-Fulton (Figura 3.2) lo que recuerda a la existencia de 
esporas.  
 





C (temperatura óptima: 78-80
o
C), el rango de pH estaba entre 6,5 y 8,5 (pH 
óptimo: 7,5) y el rango de concentración de NaCl era <5g/l (concentración 
óptima: 0,5 g/l). No se detectó crecimiento a 90
o
C (Figura 3.3) y, a diferencia de 
otras especies relacionadas, la cepa FC2004 no crecía a temperaturas por debajo 
de 55
o




La cepa FC2004 era capaz de crecer con glucosa, maltosa, sacarosa, fructosa, 
celobiosa, carboximetilcelulosa (CMC) y almidón. No se detectó crecimiento 
con lactosa, galactosa, trehalosa, arabinosa, manosa, xilosa, sorbitol, manitol y  






Figura 3.1.  Morfología de la cepa FC2004T. a, Microfotografía en contraste de fase 
mostrando las células con forma típica de bacilo, con una toga esférica en 
el extremo. La flecha señala un cuerpo redondeado o esferoide (“rotund 
body”). b, Microfotografía por SEM mostrando una célula en forma de 
balón de rugby con una gran toga terminal en forma de saco. c, 
Microfotografía por SEM mostrando una célula en forma de barril con una 
toga terminal similar a un globo. d, Microfotografía en contraste de fase 
mostrando un filamento con una estructura terminal similar a un globo. e, 
Microfotografía en contraste de fase mostrando células con forma de 














Figura 3.2.  Células de la cepa FC2004
T
 en fase estacionaria teñidas con el método de 
tinción Schaeffer-Fulton, usando el colorante verde malaquita. Las 
imágenes a, b, y e muestran células vegetativas con forma de bacilo y 
agregados de células ovales de color verde (0,4-0,5 x 0,6-0,8 μm). c, 
cuerpos redondeados o esferoides (“rotund bodies”) conteniendo células 
ovales verdes en su interior y una célula verde encapsulada en una 
membrana externa. d, dos células emparejadas teñidas de verde malaquita 
rodeadas por una estructura membranosa externa tipo vaina. La punta de 
flecha indica la membrana esferoide terminal en un extremo (c y d). 
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Tabla 3.1. Características de la cepa FC2004T y de las cepas tipo de las especies del 
género Fervidobacterium. 
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Utilización de:       
   Glucosa + + + + + + + 
   Sacarosa + + nc nc nc + + 
   Maltosa + + + + + + + 
   Lactosa - + -b + - + - 
   Fructosa + + +b + + + + 
   Xilosa - - -b + + - + 
   Arabinosa - ± +b - - - - 
   Galactosa - + +b ± +b + nc 
   Manosa - + +b + +b - nc 
   Sorbitol - + nc nc nc + nc 
   Manitol - nc nc nc nc - nc 
   Trehalosa - nc nc nc nc + nc 
   Almidón + + + + + + + 
   Celobiosa + nc nc + nc + + 
   CMC + nc nc ± nc nc + 
   Celulosa - - + - -b - + 
Degradación 
de pluma 




a 33,7 41,0 35,0 40,0 31,9 31,0 
Organismos: 1, Fervidobacterium thailandense FC2004T (este estudio); 2, F. nodosum Rt17-B1T (Patel et 
al., 1985); 3, F. islandicum H21T (Huber et al., 1990); 4, F. gondwanense AB39T (Andrews y Patel, 1996); 
5, F. pennivorans DSM 9078T (Friedrich y Antranikian, 1996); 6, F. changbaicum CBS-1T (Cai et al., 
2007); 7, F. riparium 1445tT (Podosokorskaya et al., 2011). 
+, positivo; -, negativo; ±, moderado; nc, no citado;  
a
 Calculado a partir de la secuencia preliminar del genoma (número de acceso LWAF01000000). 
b
 Datos tomados de Nam et al. (2002). 
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celulosa (Tabla 3.1). Al igual que las otras especies descritas dentro del género, 
la cepa FC2004 fermentaba glucosa, maltosa y fructosa. A diferencia de F. 
islandicum H21
T
 y F. riparium 1445t
T
, la cepa FC2004 no utiliza celulosa. Sin 
embargo, la cepa FC2004 metabolizaba carboximetilcelulosa. La velocidad de 




 células/ml en medio 480G) 
incrementaba en medio 480G suplementado con Sº (2,5·10
8
 ± 1,9 x 10
7
 













 células/ml) no influía en la velocidad de crecimiento. 
Tanto en medio 480G con y sin Sº añadido detectamos producción de sulfuro. 
La cepa FC2004
 
presentaba la capacidad de degradar plumas (Figura 3.5). Este 
fenotipo es similar al observado en F. pennivorans DSM 9078
T
 y F. islandicum 
AW-1 (Friedrich y Antranikian, 1996; Nam et al., 2002). 
 
En la composición de ácidos grasos en la membrana celular de la cepa FC2004 
destacaban los ácidos grasos C12:0 (2,8%), C14:0 (7,2%), C16:0 (71,6%) y C18:0 
(10,7%) y pequeñas cantidades de los ácidos grasos insaturados C16:1 (0,4%) y 
C18:1 (2,4%). Aproximadamente un 2,4% correspondía a ácidos grasos de cadena 
ramificada, incluyendo iso-C15:0 (0,3%), iso-C16:0 (0,8%), iso-C17:0 (0,3%), 
anteiso-C17:0 (0,3%) y iso-C18:0 (0,7%) más una pequeña cantidad de ácidos 
grasos de cadena corta (1,3% de C9:0 y C10:0) (Tabla 3.2).  
 
Los ácidos orgánicos liberados al medio de cultivo por la cepa FC2004 durante 
la fase exponencial de crecimiento en medio 480G a 80ºC eran de 5, 9, 10, 11 y 
12 átomos de carbono. 
 
El contenido G+C del genoma estimado mediante desnaturalización térmica 
(44,0 mol%) era coherente con el valor de 45,8 mol% calculado a partir de la 
secuencia preliminar del genoma. El gen ARNr 16S de la cepa FC2004 mostraba 
similitud con especies del género Fervidobacterium: F. pennivorans DSM 9078
T
 
(97-96%), F. islandicum AW-1 (96%), F. changbaicum CBS-1
T













Figura 3.4.  Efecto del Sº sobre el crecimiento de la cepa FC2004T. Se muestran 
resultados obtenidos en el control y dos réplicas tras 48 horas de 
incubación. Las barras de error indican la desviación estándar (n=3).  
 











Figura 3.5.  Visualización de la hidrólisis de queratina determinada a partir de la 
capacidad de degradar plumas. La imagen de la izquierda muestra un 
cultivo positivo a las 48 horas. La imagen de la derecha muestra el control 








Tabla 3.2.  Composición de ácidos grasos en la cepa FC2004T y otras cepas de 
especies relacionadas. Los datos muestran porcentajes del total sólo para 
aquellos ácidos grasos que representaban más del 1%. 
 
 
   Cepas   
Ácido Graso 1 2 3 4 5 
C12:0 2,8 - - - - 
C14:0 7,2 - 11,0 10,6 1,0 
C15:0 - - - 1,7 - 
C16:0 71,6 52,2 46,7 81,8 77,4 
C17:0 - - 1,5 1,2 - 
C18:0 10,7 6,4 19,2 2,5 8,6 
C13:0iso-3OH - 2,5 - - - 
C13:03OH - 1,3 - - - 
C13:0iso - - 1,4 - - 
C14:0iso - 11,7 - - - 
C15:0iso - 1,2 6,7 - - 
C15:1iso-F - 2,1 - - - 
C15:0anteiso - 1,3 - - - 
C16:0iso - 2,7 - - - 
C16:1ω7c - 2,0 - - - 
C16:1ω9c - - 2,1 - - 
C17:0iso - 1,1 - - - 
C17:0anteiso - 1,2 - - - 
C18:2ω6,9c - 1,3 - - - 
C18:1ω5c - 1,0 - - - 
C18:1ω7c - 2,7 - - 3,9 
C18:1ω9c 1,5 4,5 3,5 - 2,3 
Otros (<1%) 6,2 4,8 7,9 2,2 6,8 
Cepas: 1, Fervidobacterium thailandense cepa FC2004
T
 (este estudio); 2, 
F. changbaicum cepa CBS-1
T
; 3, F. gondwanense cepa AB39
T
; 4, F. 
islandicum cepa H21
T


















Figura 3.6.  Árbol filogenético, obtenido con el método “Neighbor joining”, de las 
secuencias del gen ARNr 16S de la familia Fervidobacteriaceae mostrando 
la relación de la cepa FC2004T con las seis especies descritas del género 
Fervidobacterium. El gen ARNr 16S de Thermotoga maritima MCB8
T
 se 
empleó como referencia (“outgroup”). Los valores de bootstrap 
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 (95%), F. nodosum Rt17-B1
T
 (95%), F. riparium 1445t
T
 
(95%) y F. gondwanense AB39
T
 (93%). El análisis filogenético sugería la 
posición de la cepa FC2004 como la rama más ancestral conocida dentro del 
género (Figura 3.6). El análisis ANI entre la cepa FC2004 y las especies del 
género Fervidobacterium mostraba porcentajes muy por debajo del umbral 
establecido para una misma especie (95%) (Goris et al., 2007): F. nodosum 
(78,24%, SD 7,75%), F. pennivorans (79,03%, SD 8,78%) y F. islandicum 
(78.88%, SD 8,87%) (Tabla 3.3).  
 
El ensamblado del genoma ha dado lugar a 55 contigs. El genoma de la cepa 
FC2004 muestra un tamaño similar al resto de los genomas de 
Fervidobacterium, alrededor de 2 Mbp, y un número de secuencias codificantes 
equivalentes, ligeramente menor a 2000 por genoma. En general, las especies de 
Fervidobacterium suelen contener 2 copias del gen ARNr 16S prácticamente 
idénticas y un número identificado de ARNt entre 46-50. Es de destacar la 
presencia de 39 secuencias de inserción (ISs) en el genoma de la cepa FC2004, 
cuyo número es parecido al detectado en los otros genomas. Esta abundancia de 
secuencias de inserción sugiere interés en fenómenos de movimientos de 
fragmentos de ADN y, en definitiva, en conferir plasticidad a estos genomas. 
 
Los resultados obtenidos en este estudio sugieren que la cepa FC2004 
corresponde a una nueva especie dentro del género Fervidobacterium, para la 
cual se propone el nombre de Fervidobacterium thailandense.  
 
3.5. Descripción de Fervidobacterium thailandense sp. nov. 
 
Fervidobacterium thailandense (thai.land.en′se. N. L. neut. adj. thailandense, 
relativo a Tailandia, el país donde se aisló la cepa tipo). 
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Las células de la cepa FC2004
T
 consisten en bacilos, bien en forma de balón de 
rugby o de barril (0,5-0,6 x 1,1-2,5 μm) con una membrana externa tipo vaina, 
“toga”, que forma una estructura en forma de globo sobre un extremo de la 
célula. También forma estructuras a modo de filamentos (10-30 μm de largo) y 
cuerpos redondeados o esferoides (diámetro de 3 a 8 μm). La cepa FC2004T 
produce una estructura refringente (por microscopía de contraste de fase) que 
aparece como un cuerpo ovoide brillante rodeado por una capa gruesa en 
posición central. Estas estructuras pueden ser observadas en cultivos en fase 
estacionaria, como células de forma ovoide cuando son teñidas con colorante 
verde malaquita. La cepa FC2004
T





C (óptimo de 80
o
C), a pH de 6,0 a 8,5 (óptimo de 7,5) y a 
concentración de NaCl de 0 a <5 g/l (óptimo de 0,5 g/l). Son anaerobias estrictas 
organotrofas que fermentan proteínas y varios carbohidratos incluyendo glucosa, 
maltosa, sacarosa, fructosa, celobiosa, carboximetilcelulosa y almidón. Sin 
embargo, la cepa FC2004
T
 no fermenta lactosa, galactosa, trehalosa, arabinosa, 
manosa, xilosa, sorbitol, manitol o celulosa. El azufre elemental estimula el 
crecimiento de estas bacterias mientras que el tiosulfato y el nitrato no tienen 
efecto sobre el crecimiento. El contenido de G+C del genoma es de 45,8 mol%. 
El genoma presenta un tamaño alrededor de 2 Mbp y un total de 1858 CDSs, de 
las cuales, 39 correspondían con secuencias de inserción (IS). La cepa tipo 
FC2004
T
 (JCM18757 o ATCC BAA-2483) se aisló de sedimento procedente de 
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La transferencia horizontal de genes (HGT; Horizontal Gene Transfer) 
desempeña un papel importante en la fisiología y evolución de los 
microorganismos, especialmente en los termófilos. Algunos miembros de la 
división Thermotogae (por ejemplo, Thermotoga spp.) presentan genomas 
constituidos por un mosaico de genes de orígenes muy diversos. Este estudio 
presenta un nuevo enfoque para estudiar la posible plasticidad de los genomas 
del género Fervidobacterium utilizando los genes que codifican transposasas y 
sus secuencias de inserción como objeto de análisis. Las transposasas son 
proteínas claves que participan en reordenamientos del ADN en los genomas. 
Los análisis comparativos realizados incluyen filogenia, análisis multivariable de 
frecuencias de tetranucleótidos y cuantificación de la divergencia de los genes 
que codifican transposasas, así como la comparación de los extremos repetitivos 
de las secuencias de inserción, utilizando los datos de cuatro genomas de 
Fervidobacterium: F. nodosum, F. pennivorans, F. islandicum y una nueva 
especie, Fervidobacterium thailandense FC2004. Atendiendo a su grado de 
similitud, las secuencias de genes que codifican transposasas pueden clasificarse 
en diferentes grupos. Los distintos métodos utilizados en este estudio indicaban 
que más de la mitad de los grupos de secuencias analizadas representaban 
posibles casos de HGT con miembros de la división Firmicutes, siendo 
Caldicellulosiruptor el género cuyas secuencias mostraban mayor proximidad. 
Ello implica la posibilidad de compartir secuencias y capacidades funcionales 
que les permitan prosperar bajo condiciones ambientales similares. Los genes 
que codifican transposasas representan secuencias idóneas para analizar la 
plasticidad genotípica y explicar el mosaico génico que constituyen muchos 
genomas bacterianos. 




El mundo microbiano presenta una enorme diversidad (Curtis et al., 2002; Keller 
y Zengler, 2004). Los hábitats naturales contienen comunidades microbianas 
complejas donde diferentes microorganismos interactúan con el medio ambiente. 
Esta constante interacción resulta en una elevada presión adaptativa a las 
condiciones existentes. Las células microbianas viven en comunidades y están 
continuamente interactuando con células de su misma especie o de especies 
diferentes (West et al., 2007). Este escenario interactivo genera oportunidades 
para el intercambio de capacidades funcionales y acelerar así el ritmo de una 
adaptación evolutiva. 
 
La transferencia horizontal de genes (HGT; Horizontal Gene Transfer) consiste 
en el intercambio de ADN entre especies. Este fenómeno resulta de mayor 
interés cuando se produce entre células filogenéticamente distantes, por ejemplo, 
entre diferentes divisiones. La HGT es muy frecuente en el mundo procariota y 
parece presentar gran importancia en la evolución de los microorganismos 
(Lorenz y Wakernagel, 1994; Ochman et al., 2000; Boto, 2010). Sin embargo, 
los mecanismos por los que se producen estos procesos son prácticamente 
desconocidos. Los estudios filogenéticos proporcionan una valiosa información 
sobre posibles eventos de movilidad de ADN a lo largo de la evolución 
microbiana. En este sentido, la participación de elementos genéticos móviles 
(MGE; Mobile Genetic Elements) es un factor de gran importancia en la 
evolución de los microorganismos procariotas (Ochman et al., 2000; Frost et al., 
2005). 
 
La actividad de los diferentes MGE, ya sea dentro de un mismo genoma o entre 
genomas de microorganismos diferentes, tienen grandes implicaciones sobre la 
estructura y la función de los genomas. Por ejemplo, los MGE son capaces de 
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producir transposiciones de fragmentos de ADN y como consecuencia, dar lugar 
a la inactivación/activación de genes o incluso provocar la inserción o deleción 
de genes completos (Siguier et al., 2014). Entre los elementos móviles, las 
secuencias de inserción (Insertion Sequence; IS) se consideran los elementos de 
transposición autónoma más simples. Estas ISs están constituidas por un gen que 
codifica una transposasa flanqueado, generalmente, por secuencias repetitivas en 
sus dos extremos. En consecuencia, se espera que los genes que codifican 
transposasas experimenten reorganizaciones en el genoma con más frecuencia 
que otros genes (Wagner, 2006).  
 
El mecanismo de acción de las transposasas facilita el movimiento de los 
elementos de transposición a una ubicación diferente a la inicial, bien mediante 
mecanismos replicativos (conservando la ubicación inicial) o no replicativos. 
Como resultado de ello, la disrupción de genes causada por la escisión de una IS 
y su inserción en otra zona del genoma, u otro genoma distinto, son aspectos que 
pueden analizarse para hacer un seguimiento de su origen y comprender la 
relevancia evolutiva de estos fenómenos (Snyder y Champness, 2007). Las 
secuencias repetitivas (Inverted Repeat; IR) que flanquean los genes que 
codifican transposasas generalmente van incluidas en el ADN transpuesto. La 
participación de las transposasas en la movilidad del ADN dentro de un genoma 
e incluso entre genomas (Ochman et al., 2000; Frost et al., 2005) sugiere que 
esos genes se pueden utilizar como modelo de estudio para comprender el 
potencial de los fenómenos de HGT en la evolución y plasticidad de los 
genomas bacterianos. 
 
Las condiciones extremas, como las altas temperaturas, representan ambientes 
que favorecen el desarrollo de mecanismos de adaptación. Los eventos de HGT 
representan un mecanismo importante que facilita la adaptación de los 
microorganismos a estos ambientes (Aravind et al., 1998; van Wolferen et al., 
2013; Zhaxybayeva et al., 2009). Por ejemplo, la división Thermotogae, 
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representada mayoritariamente por termófilos, constituye un grupo que ha 
experimentado numerosos fenómenos de HGT, especialmente con miembros de 
la división Firmicutes y el dominio Archaea. Este punto ha sido investigado con 
el genoma de Thermotoga maritima (Nelson et al., 1999; Ochman et al., 2000) y 
otros genomas de los géneros Thermotoga y Thermosipho y la especie 
Fervidobacterium nodosum (Nesbø et al., 2009; Zhaxybayeva et al., 2009). 
 
Este estudio evalúa la posibilidad de deducir eventos de HGT a partir del análisis 
de los genes que codifican transposasas en genomas del género 
Fervidobacterium y conocer la relación de sus genomas con distintos taxones 
tanto cercanos como distantes. 
 
4.3. Materiales y Métodos 
 
4.3.1. Genomas, genes y análisis filogenéticos 
 
Los genomas del género Fervidobacterium utilizados en este estudio fueron el 
genoma de F. nodosum (NC_009718) (Patel et al., 1985; Zhaxybayeva et al., 
2009), el genoma de F. pennivorans (NC_017095) (Friedrich y Antranikian, 
1996) y las secuencias preliminares de los genomas de F. islandicum 
(NZ_JRRD00000000.2) (Huber et al., 1990; Lee et al., 2015) y el nuevo aislado, 
Fervidobacterium thailandense cepa FC2004 (LWAF01000000) 
(Kanoksilapatham et al., 2016), descrito en el Capítulo 3. La anotación de las 
transposasas de estos cuatro genomas sirvió para extraer las secuencias 
nucleotídicas de las ISs incluyendo los genes que codifican transposasas. Estas 
transposasas se clasificaron basándose en la similitud de las secuencias con las 
familias de transposasas propuestas por Siguier et al. (2014), disponible en la 
base de datos de ISFinder (http://www-is.biotoul.fr). A partir de estas secuencias 
de Fervidobacterium, el algoritmo de búsqueda Blast (Altschul el al., 1990) 
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permitió encontrar las secuencias homólogas, es decir, las secuencias más 
cercanas a los genes estudiados de las especies de Fervidobacterium en las bases 
de datos (NCBI; National Center for Biotechnology Information). Las 
secuencias más cercanas pertenecientes a la división Thermotogae, para cada 
uno de los grupos de transposasas, sirvieron como referencia a la hora de evaluar 
la posible ocurrencia de eventos HGT entre divisiones diferentes. Los 
alineamientos de secuencias dentro de una misma familia se realizaron con 
ClustalW (Thompson et al., 1994). Tras su alineamiento con las secuencias de 
aminoácidos codificadas por los genes detectados construimos árboles 
filogenéticos utilizando MEGA (Tamura et al., 2013) mediante el método de 
“Neighbor joining”, con un valor de “bootstrap” de 1000 repeticiones. 
 
4.3.2. Análisis multivariable de frecuencias de tetranucleótidos  
 
Gracias a los análisis multivariable NMDS (Non-metric MultiDimensional 
Scaling) pudimos visualizar gráficamente la distribución de las secuencias de 
genes que codifican transposasas correspondientes a cada familia de los 
genomas de Fervidobacterium y de las secuencias relacionadas, incluyendo las 
secuencias más próximas de la división Thermotogae. Los análisis NMDS se 
construyeron usando R con el paquete Vegan (Oksanen et al., 2011). La 
distribución de frecuencias de tetranucleótidos (Dufraigne et al., 2005) fue el 
parámetro utilizado en estos análisis. 
 
4.3.3. Análisis de secuencias repetitivas  
 
Gracias a los alineamientos de las ISs con las secuencias más relacionadas, 
incluyendo los 1000 nucleótidos situados antes y después del gen que codifica la 
transposasa, pudimos detectar los fragmentos conservados de estas secuencias y 
definir las secuencias repetitivas (IRs típicas y secuencias palindrómicas) en los 
extremos de las ISs con ayuda de la información disponible en la base de datos 
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de ISFinder. Las comparaciones incluían el alineamiento de estos extremos de 
las ISs, sus porcentajes de identidad y las distancias (en número de nucleótidos) 
a los codones de inicio o de terminación del gen que codifica la transposasa de la 
IS comparada. 
 
4.3.4. Estimaciones de divergencia K-L 
 
La divergencia entre los genes de una familia determinada de transposasas de 
Fervidobacterium y los genes relacionados se cuantificó aplicando la ecuación 
propuesta por Kullback-Leiber (K-L) (Kullback y Leibler, 1951; Techman et al., 
2012): 
DKL(g||G) = Σ g(i) ln (g(i)/G(i)) 
donde “i” sería el parámetro utilizado, en nuestro caso la frecuencia de cada 
tetranucleótido, “g”, el valor correspondiente al gen que codifica la transposasa 
de referencia, y “G”, dicho valor para la transposasa o el genoma completo del 




4.4.1. Clasificación de las transposasas en genomas de 
Fervidobacterium 
 
El número de posibles genes que codifican transposasas detectados en los 
genomas de Fervidobacterium (división Thermotogae) oscilaba entre 39 y 48 por 
genoma (Tabla 4.1). Estas transposasas pueden clasificarse en seis familias (IS6, 
IS110, IS200/IS605, ISL3, IS3 y IS4) más cuatro grupos aún no descritos (tipos 
A, B, C y D) que no mostraban relación con las familias de transposasas 
definidas en ISFinder (Siguier et al. 2006). Tal y como podemos observar en la 
























IS6 ISCpe7 23 24 12 34 s 
IS110 IS116/IS110/IS902      
                      IS110_I 6    s 
                      IS110_II 2 1  1 n 
                      IS110_III 1 6   n 
IS200/IS605 IS200      
                      IS200_I   1  n 
                      IS200_II   3  n 
                      IS200_III    2 n 
 IS605 OrfB      
                      IS605_I 1    s 
                      IS605_II  1 6  s 
                      IS605_III   1 2 n 
ISL3 IS204/IS1001/IS1096/IS1165 8    s 
IS3 IS3/IS911      
                      IS3_I 2    n 
                      IS3_II    2 s 
                      IS3_III    1 s 
IS4 IS4   6  n 
Tipo A Type A  2   n 
Tipo B Type B  4   s 
Tipo C Type C  3  1 s 
Tipo D Type D   5  s 
Transposasas Totales 43 41 39 43  
1 Posible adquisición de estas secuencias a través de eventos de HGT entre  distintas divisiones. Sí, s; No, n. 
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más frecuentes en los cuatro genomas analizados de Fervidobacterium: F. 
nodosum Rt17-B1 (23 copias), F. pennivorans DSM 9078 (24 copias), F. 
islandicum AW-1 (34 copias) y F. thailandense FC2004 (12 copias). El grado de 
similitud y su filogenia dieron lugar a la clasificación en subgrupos dentro de las 
familias IS110 (IS110_I-IS110_III), IS200/IS605 (IS200_I-S200_III; IS605_I-
IS605_III) y IS3 (IS3_I-IS3_III). Los datos obtenidos permitieron caracterizar 
distintos procesos de HGT entre Fervidobacterium y otras divisiones (distintas 
de Thermotogae). Los resultados revelaron que las transposasas pertenecientes a 
los grupos ISCpe7, IS110, IS605_I, IS605_II, ISL3, IS3_II, IS3_III y los tipos 
B, C y D podrían estar implicados en eventos de HGT y haber sido adquiridos de 
especies pertenecientes a otras divisiones. Los casos de los grupos IS605_I, 
ISL3, tipo C y tipo D han sido seleccionados como modelos representativos de 
esos procesos propuestos de HGT y analizados en detalle a continuación, 
mientras que los resultados correspondientes a los demás casos se presentan en 
el apartado 4.8 (Anexos). 
 
4.4.2. Transposasas IS605_I  
 
La filogenia de la copia del grupo IS605_I detectada en F. nodosum mostró una 
mayor similitud con un grupo formado por representantes del género 
Caldicellulosiruptor (división Firmicutes; similitud de la secuencia de 
aminoácidos 77%; Figura 4.1). También se encontraron similitudes elevadas (60-
65%) con transposasas pertenecientes a las divisiones Aquificae, Synergistetes y 
Deinococcus-Thermus y al dominio Archaea (Ferroplasma acidarmanus; 51%). 
En cambio, los representantes más cercanos pertenecientes a la división 
Thermotogae (Thermotoga spp.) para este tipo de transposasas forman un grupo 
filogenético diferente (Figura 4.1), mostrando una similitud mucho más baja 
(32-43%). Thermotogae y Firmicutes son dos divisiones que constituyen ramas 
independientes en los árboles filogenéticos (Doolittle, 1999). Estos resultados 








































































































































































































































































































Figura 4.2. Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia del gen del grupo de transposasas IS605_I de F. nodosum y 
secuencias relacionadas. La identificación de las transposasas utiliza la 
misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.1). Línea 
roja, F. nodosum; línea discontinua amarilla, diversas divisiones 
relacionadas con la transposasa de F. nodosum; línea continua gris, otras 






















































































































































































































































































































































Figura 4.3. Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. nododum y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS605_I. Los cuadrados 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa de F. nodosum en relación al genoma completo de cada 
especie. La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma 
nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.1). 
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nodosum podría situarse en la división Firmicutes en lugar de en sus parientes 
más cercanos dentro de la división Thermotogae.  
 
El análisis NMDS de las frecuencias de tetranucleótidos también mostró un 
agrupamiento de la transposasa IS605_I de F. nodosum (1381_Fn) con las 
transposasas más cercanas filogenéticamente (Figura 4.2), principalmente 
pertenecientes al género Caldicellulosiruptor (división Firmicutes). 
 
El análisis de las secuencias palindrómicas que flanquean los genes que 
codifican las transposasas reveló que las secuencias a la izquierda y a la derecha 
de dicho gen en F. nodosum presentaban gran similitud, 67-70% y 71-75%, 
respectivamente, con el género Caldicellulosiruptor (división Firmicutes) y de 
otros Firmicutes. Las similitudes también eran elevadas con secuencias de 
Thermacetogenium phaeum, 55 y 60%, y Ammonifex degensii, 73 y 78%. Se 
observaron similitudes algo inferiores tanto para las secuencias del extremo 
izquierdo como del derecho, con las secuencias pertenecientes a la división 
Aquificae (Hydrogenivirga, 42% y 57% y Desulfurobacterium, 44-46% y 76-
80%). En contraste, las secuencias palindrómicas situadas en los extremos 
izquierdo y derecho de las ISs pertenecientes a la división Thermotogae 
presentaban valores de identidad inferiores (42-43% y 55-60%). Estos análisis 
revelaron que estas secuencias palindrómicas están altamente conservadas 
dentro de un mismo género y el elevado nivel de identidad observado entre 
distintas divisiones sugiere la existencia de relaciones tipo HGT (Tabla 4.2). 
 
La estimación de divergencia K-L (Figura 4.3) también confirmó la proximidad 
entre las transposasas del subgrupo IS605_I de F. nodosum y 
Caldicellulosiruptor. Al aumentar la distancia filogenética, aumentaba el valor 
de la divergencia K-L (Figura 4.1). Por ejemplo, los genes relacionados que 
codifican transposasas pertenecientes a otras divisiones mostraron una 
divergencia ligeramente superior (Figura 4.3). Los resultados obtenidos con los 
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diferentes métodos confirmaron una estrecha relación entre las transposasas 
IS605_I de F. nodosum y las transposasas del mismo tipo de la división 
Firmicutes y otras divisiones, mientras que con las secuencias más cercanas de la 
división Thermotogae existía menor similitud. 
 
4.4.3. Transposasas ISL3 
 
Algunos de los genes que codifican transposasas detectados en el genoma de F. 
nodosum se englobaban dentro de la familia ISL3. En concreto, en esta familia 
hay ocho transposasas en el genoma de F. nodosum (Tabla 4.1). Los análisis 
filogenéticos demostraron que estas se agrupaban junto con transposasas 
pertenecientes a Caldicellulosiruptor (Firmicutes; 91-93% de similitud) (Figura 
4.4). Otros Firmicutes, como representantes de los géneros Caldanaerobacter y 
Thermoanaerobacter también presentaban secuencias relacionadas (73-75% de 
similitud). Los genes que codifican transposasas en otros géneros de Firmicutes, 
como Clostridium, Caloramator y Thermobrachium, mostraron una similitud un 
poco inferior (66-71%). Las secuencias más cercanas dentro de la división 
Thermotogae presentaban mayor divergencia y mostraban menor similitud con 
F. nodosum (37-38%) que los anteriores géneros de Firmicutes (Figura 4.4). 
 
Los resultados de los análisis filogenéticos (Figura 4.4) eran coherentes con la 
distribución observada en el análisis NMDS de frecuencias de tetranucleótidos 
(Figura 4.5). Así, los principales grupos diferenciados en el árbol filogenético 
también eran distinguibles en la visualización gráfica obtenida por NMDS 
(Figura 4.5). Las secuencias de F. nodosum y Caldicellulosiruptor forman un 
único grupo claramente diferenciado de otras secuencias relacionadas que 
mostraban similitudes más bajas. 
 
Las secuencias IR que flanquean los genes que codifican transposasas ISL3 en F. 
nodosum eran prácticamente idénticas entre ellas (Tabla 4.3). Las diferencias  










































































































































































































































Figura 4.5. Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes de la familia de transposasas ISL3 de F. 
nodosum y secuencias relacionadas. La identificación de las transposasas 
utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.4). 
Línea roja, F. nodosum; línea discontinua amarilla, Caldicellulosiruptor 
(Firmicutes); línea continua gris, otras secuencias cercanas de la división 
Thermotogae. 
 




Figura 4.6. Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. nododum y genes 
relacionados dentro de la familia de transposasas ISL3. Los cuadrados 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa 243_Fn de F. nodosum en relación al genoma completo de 
cada especie. La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma 
nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.4). 
 
 
Tabla 4.3. Secuencias repetitivas situadas a ambos extremos de la IS de la familia de 
transposasas ISL3 detectada en F. nodosum y las secuencias relacionadas. 
En la tabla están representadas las IRs del extremo izquierdo (A) y del 
extremo derecho (B) de la IS, su porcentaje de identidad con respecto a las 
secuencias de F. nodosum y la distancia al codón de inicio y terminación 
de la transposasa. Los números de identificación (ID) se corresponden con 
los utilizados en las figuras de este grupo de transposasas. (Páginas 













con las secuencias correspondientes en Caldicellulosiruptor eran reducidas (89-
92% de identidad) (Tabla 4.3). Otros genes que codifican transposasas ISL3 de 
Firmicutes mostraron secuencias IR también muy relacionadas pero un poco más 
distantes (75-86% de identidad), en paralelo con el aumento de distancia 
filogenética observada en el análisis filogenético (Figura 4.4). Las secuencias IR 
de transposasas ISL3 más cercanas dentro de la división Thermotogae eran muy 
distantes a las de F. nodosum y mostraban identidades por debajo de 35%, lo que 
correspondía con el grupo divergente observado en el análisis filogenético para 
este grupo (Figura 4.4). 
 
La divergencia K-L (Figura 4.6) mostraba resultados similares, es decir, se 
observó un aumento de la divergencia con el aumento de la distancia 
filogenética de modo similar a lo observado en las Figuras 4.4, 4.5 y la Tabla 
4.3. Las grandes bifurcaciones presentes en el árbol de la Figura 4.4 estaban 
relacionadas con los distintos niveles de divergencia (Figura 4.6), siendo 
Caldicellulosiruptor el género que mostraba la menor divergencia con los genes 
que codifican transposasas ISL3 de F. nodosum. 
 
4.4.4. Transposasas Tipo C  
 
Cuatro genes han sido clasificados dentro del grupo de transposasas tipo C en los 
genomas de Fervidobacterium, tres de ellos del genoma de F. pennivorans y uno 
del genoma de F. islandicum. Las secuencias más relacionadas con los genes que 
codifican transposasas de Fervidobacterium tipo C pertenecían al género 
Caldicellulosiruptor (Firmicutes; 98-99% de similitud) y forman un grupo 
filogenético único junto con las secuencias de Fervidobacterium (Figura 4.7). 
Otras transposasas relacionadas con el tipo C incluyen secuencias de la división 
Firmicutes, detectadas en Thermoanaerobacter, Thermobrachium y Clostridium 
(70-82% de similitud). La transposasa más cercana dentro de la división 
Thermotogae pertenece a Petrotoga mobilis (53% de similitud). Otras secuencias  












































































































































































































































Figura 4.8. Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas tipo C de 
Fervidobacterium (Ferv.) y secuencias relacionadas. La identificación de 
las transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis 
filogenético (Figura 4.7). Línea verde, Fervidobacterium (Ferv.); línea 
discontinua amarilla, Caldicellulosiruptor (Firmicutes); líneas continuas 
en gris, otras secuencias cercanas de la división Thermotogae. 
 



















































































































































































































































































































































Figura 4.9. Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre Fervidobacterium y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas tipo C. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa 646_Fp de Fervidobacterium en relación al genoma 
completo de cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 
43_Fi (triángulos), 646_Fp (cuadrados), 687_Fp (círculos) y 1012_Fp 
(rombos). La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma 




de la división Thermotogae formaban un grupo filogenético independiente con 
niveles de similitud por debajo del 43% (35-43%). 
 
El análisis NMDS de frecuencias de tetranucleótidos (Figura 4.8) distinguía el 
grupo filogenético formado por transposasas de tipo C de Fervidobacterium y 
Caldicellulosiruptor. Otras secuencias relacionadas dentro de la división 
Firmicutes que se agrupaban filogenéticamente también aparecían agrupadas en 
el análisis NMDS. La mayoría de las secuencias pertenecientes a la división 
Thermotogae se mostraban claramente separadas y distantes (Figura 4.8). 
 
F. pennivorans y F. islandicum mostraban secuencias IR idénticas (Tabla 4.4). 
La secuencia IR situada a la derecha de la transposasa tipo C de F. islandicum no 
fue detectada. Las transposasas tipo C de Caldicellulosiruptor presentaban 
secuencias IR prácticamente idénticas (97-100% de identidad) a 
Fervidobacterium. Otros Firmicutes relacionados mostraban identidades de 74-
86% con las secuencias IR de las transposasas tipo C de Fervidobacterium. La 
identidad de secuencias IR con otros Thermotogae fue mucho más baja (42-56% 
de identidad) que la de los Firmicutes más relacionados. 
 
La divergencia K-L de la distribución de frecuencias de tetranucleótidos también 
confirmó la proximidad entre las secuencias de genes que codifican transposasas 
tipo C de Caldicellulosiruptor y Fervidobacterium (Figura 4.9). Los valores de 
divergencia entre los genes que codifican transposasas tipo C de 
Fervidobacterium y Caldicellulosiruptor eran bajos. Otras secuencias de 
Firmicutes y Thermotogae presentaban valores de divergencia K-L bastante más 
elevados. 
 
4.4.5. Transposasas Tipo D 
 
Las transposasas tipo D sólo fueron detectadas en Fervidobacterium  




















































































































































































































































Figura 4.11. Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas tipo D de F. 
thailandense (Ferv.) y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.10). Línea continua azul, F. thailandense (Ferv.); línea 
discontinua amarilla, Firmicutes; línea continua gris, otras secuencias 
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Figura 4.12. Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. thailandense y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas tipo D. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa 10_Ft de F. thailandense en relación al genoma completo 
de cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 3_Ft 
(triángulos), 10_Ft (cuadrados), 11_Ft (círculos) y 19_Ft (rombos). La 
identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que 
en el análisis filogenético (Figura 4.10). 
 
 
Tabla 4.5. Secuencias repetitivas situadas a ambos extremos de la IS del grupo de 
transposasas tipo D detectadas en F. thailandense y las secuencias 
relacionadas. En la tabla están representadas las IRs del extremo izquierdo 
(A) y del extremo derecho (B) de la IS, su porcentaje de identidad con 
respecto a las secuencias de F. thailandense y la distancia al codón de 
inicio y terminación de la transposasa. Los números de identificación (ID) 
se corresponden con los utilizados en las figuras de este grupo de 





















thailandense, detectándose cinco copias en su genoma. Estos genes que 
codifican transposasas en Fervidobacterium presentan como secuencias más 
cercanas genes pertenecientes a Firmicutes (68-72% de similitud; Figura 4.10), 
específicamente a los géneros Caldicellulosiruptor y algunas secuencias de 
Caldanaerobacter, Thermoanaerobacter y Clostridium, que formaban un solo 
grupo filogenético cercano a las transposasas tipo D de Fervidobacterium. Un 
gen que codifica una transposasa en Thermotoga thermarum presentaba menor 
similitud que los genes de Firmicutes (65%) y se situaba en una rama cercana 
pero claramente diferenciada de los anteriores. Otros genes relacionados 
pertenecientes a la división Thermotogae presentaban similitudes mucho más 
bajas (42-44%) y constituyen un grupo filogenético divergente. Existían también 
otros genes relacionados con las transposasas tipo D de Fervidobacterium que 
mostraban similitudes inferiores, y que incluían representantes de la división 
Aquificae (63-67%), Proteobacteria (58%), Thermodesulfobacteria (59%) y del 
dominio Archaea (49%) (Figura 4.10). 
 
El análisis NMDS de frecuencias de tetranucleótidos (Figura 4.11) mostró un 
patrón similar al observado en el análisis filogenético. Los genes que codifican 
transposasas tipo D en Fervidobacterium se agrupan junto a los genes más 
cercanos de Firmicutes y se diferencian claramente de las transposasas de otros 
grupos taxonómicos, incluyendo Thermotogae. 
 
Las secuencias IR situadas en los extremos de las ISs tipo D (Tabla 4.5) en 
Fervidobacterium thailandense estaban altamente conservadas (95-100% de 
identidad). Las identidades de secuencias entre las IRs de Fervidobacterium y 
algunas especies de Caldicellulosiruptor eran 59% y 67% en los extremos 
izquierdos y derechos de las ISs, respectivamente. Otros Firmicutes 
(Caldicellulosiruptor, Thermoanaerobacter, Clostridium) presentaban 
identidades entre 50 y 69% revelando la proximidad entre IRs de 
Fervidobacterium y algunos Firmicutes. Las transposasas detectadas en 
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Thermotogae relacionadas con este tipo de transposasas presentaban identidades 
entre 30% y 43%, en coherencia con la mayor distancia filogenética observada 
frente a transposasas tipo D de Fervidobacterium. 
 
Las secuencias de genes correspondientes a las transposasas tipo D de 
Fervidobacterium y los Firmicutes mencionados en el párrafo anterior 
presentaban valores de divergencia K-L relativamente bajas. A medida que 
aumentamos la distancia filogenética (Figura 4.10) aumentaban progresivamente 
los valores de divergencia K-L (Figura 4.12) sugiriendo resultados paralelos 




Las transposasas están relacionadas con la movilidad del ADN en y, 
probablemente, entre genomas (Ochman et al., 2000; Frost et al., 2005) lo que 
sugiere que sus genes pueden representar un modelo para la detección y análisis 
de procesos de HGT y su influencia en la plasticidad y evolución de los genomas 
bacterianos. En nuestro caso, abordamos el estudio de las transposasas en varios 
genomas de Fervidobacterium. Gracias a la utilización de diferentes métodos 
para detectar posibles eventos de HGT de estas secuencias, hemos comprobado 
la presencia de varias transposasas que reflejaban fenómenos de HGT. 
 
Debido a que, generalmente, las ISs están conservadas en un amplio rango de 
taxones procariotas (Wagner, 2006; Hooper et al., 2009) y a que su mecanismo 
de transposición puede promover su propia duplicación, es de esperar que los 
genes que codifican transposasas presenten secuencias relativamente 
homogéneas en comparación con otros genes del taxón. Wagner (2006) propuso 
que las ISs podrían experimentar periodos de extinción en poblaciones 
procariotas y podrían ser reintroducidas a través de fenómenos de HGT, 
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reduciendo así los posibles efectos negativos a largo plazo de su expansión 
masiva en los genomas de células procariotas. Sin embargo, se ha sugerido que 
las ISs representan beneficios evolutivos a corto plazo lo que justifica su 
participación en la adaptación de las especies y la plasticidad de los genomas 
(Lorenz y Wakernagel, 1994; Ochman et al., 2000; Wiedenbeck y Cohan, 2011). 
Por tanto, la detección de los genes que codifican transposasas en un genoma 
representa una imagen puntual en un momento dado del estado del genoma de 
una célula procariota y proporciona indicaciones del posible flujo genético que 
afecta a la historia relativamente reciente de taxones específicos. 
 
Utilizando como referencia las ISs de los genomas de Fervidobacterium y 
analizando el rango de variabilidad con las secuencias relacionadas más 
cercanas, así como aquellas secuencias más próximas dentro de la división 
Thermotogae, podemos detectar aquellas ISs con posibilidades de haber sido 
incorporadas a través de eventos HGT entre distintas divisiones. Estos eventos 
de HGT entre microorganismos filogenéticamente distantes son fácilmente 
distinguibles de posibles transferencias verticales de ADN dentro del contexto 
genómico de un taxón. El análisis llevado a cabo en este estudio implica 
diferentes estrategias para discriminar el origen de las ISs, incluyendo análisis 
filogenéticos, análisis multidimensionales, cuantificación de la divergencia y 
análisis comparativos de sus IRs. Estos métodos generalmente coincidían a la 
hora de sugerir eventos de HGT de ISs entre Fervidobacterium y otras 
divisiones. El uso de genes que codifican transposasas como secuencias modelo 
y los diferentes procedimientos utilizados para detectar eventos de HGT entre 
divisiones diferentes han demostrado que representan herramientas muy útiles 
para el análisis de HGT. 
 
Los análisis filogenéticos mostraban agrupamientos de secuencias de 
transposasas de Fervidobacterium y secuencias relacionadas por su similitud. 
Los análisis multidimensionales (NMDS) de frecuencias de tetranucleótidos 
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también confirmaron los agrupamientos observados en los análisis filogenéticos 
y permitían la visualización de los grupos de manera gráfica. Las medidas 
cuantitativas de divergencia de los genes que codifican transposasas confirman 
valores crecientes en paralelo al aumento de la distancia filogenética. Por último, 
la detección de secuencias IR flanqueando los genes que codifican transposasas 
confirmó la funcionalidad de estas transposasas y, probablemente, su 
incorporación relativamente reciente (Wagner, 2006) en estos genomas, aunque 
el mecanismo real de transferencia de estas secuencias aún se desconoce.  
 
Este estudio muestra claramente la relación de flujo de genes entre genomas de 
Fervidobacterium y otras divisiones procariotas. La relación de HGT entre 
divisiones diferentes que más frecuentemente hemos detectado ocurría entre 
genomas de Fervidobacterium y Firmicutes. Específicamente, los genomas de 
Caldicellulosiruptor compartían múltiples ISs en común con genomas de 
Fervidobacterium, presentando, algunos de ellos, hasta un 99% de similitud en 
la secuencia de aminoácidos e identidades en la secuencia de nucleótidos de IRs 
de 100%. Estos resultados se compararon con las ISs relacionadas, para cada una 
de las familias, dentro de la división Thermotogae (más allá del género 
Fervidobacterium) y mostraron similitudes de aminoácidos e identidades de 
secuencias de nucleótidos de IRs generalmente por debajo del 50%. Estos datos 
confirman claramente la existencia de fenómenos de HGT entre estos dos 
géneros, Fervidobacterium y Caldicellulosiruptor, pertenecientes a divisiones 
diferentes. 
 
Otros miembros de la división Firmicutes (por ejemplo, Thermoanaerobacter, 
Caldanaerobacter, Caloramator, Thermobracchium y Clostridium entre otros) 
también presentaban posibles eventos de HGT con el género Fervidobacterium. 
También, otras bacterias de otras divisiones (por ejemplo, Aquificae, 
Synergistetes, Deinococcus-Thermus, Thermodesulfobacteria, Proteobacteria) y 
algunas arqueas parecían estar implicadas en eventos de HGT relativamente 
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recientes con Fervidobacterium. Curiosamente, la mayoría de estos 
representantes que presentaban relaciones de HGT con Fervidobacterium eran 
también termófilos, lo que confirma el requisito de que las células han de ser 





La diversidad de genes que codifican transposasas detectada dentro del género 
Fervidobacterium sugiere que estas secuencias contribuyen de manera 
importante a la adaptación y evolución de estas bacterias y sus genomas al 
medio ambiente. La participación real de las transposasas en la plasticidad de los 
genomas, su papel en los procesos de HGT, la tasa de eventos de HGT y la 
duplicación de los genes que codifican transposasas y su intercambio continúan 
siendo escasamente conocidos. Este estudio demuestra la relevancia de las 
transposasas en la HGT utilizando el género Fervidobacterium como modelo de 
estudio y muestra que las ISs pueden ser utilizadas para detectar fenómenos de 
HGT entre procariotas filogenéticamente distantes y para identificar los taxones 
involucrados en los posibles intercambios de ADN genómico. 
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Las siguientes páginas muestran los resultados de los grupos de transposasas de 
Fervidobacterium (Tabla 4.1; página 138) que no han sido descritos 



















































































































































































































































































Figura 4.14.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
las secuencias de genes de la familia de transposasas IS6 de 
Fervidobacterium y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.13). Línea roja, F. nodosum; línea verde, F. pennivorans; línea 
azul, F. thailandense; línea púrpura, F. islandicum; línea discontinua 
amarilla, división Firmicutes; línea continua gris, otras secuencias 
cercanas de la división Thermotogae. (Página 175)                  ► 
 
Figura 4.15.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre Fervidobacterium y genes 
relacionados dentro de la familia de transposasas IS6. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas dentro de Fervidobacterium (A) y con secuencias 
relacionadas (B); las líneas indican las estimaciones de divergencia de las 
transposasas de Fervidobacterium en relación al genoma completo de cada 
especie (C). Se representa el valor medio para el subgrupo 72_Fn_a 
(cuadrado; línea continua gris claro), 34_Fn_a (círculos; línea continua 
gris medio), 14_Fp_a (rombos; línea continua gris oscuro), 2_Fi_a 
(triángulos; línea continua negra), 1587_Fn_a (triángulos invertidos; línea 
discontinua gris claro) y 9_Ft_a (xxx; línea discontinua gris oscuro). La 
identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que 
en el análisis filogenético (Figura 4.13). (Página 176)           ► 
 
Tabla 4.6.  Secuencias repetitivas situadas a ambos extremos de la IS de la familia de 
transposasas IS6 detectadas en Fervidobacterium y las secuencias 
relacionadas. En la tabla están representadas las IRs del extremo izquierdo 
(A) y del extremo derecho (B) de la IS, su porcentaje de identidad con 
respecto a las secuencias de la transposasa 1544_Fn de F. nodosum y la 
distancia al codón de inicio y terminación de la transposasa. Los números 
de identificación (ID) se corresponden con los utilizados en las figuras de 








































































































































































































































































































Figura 4.17.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
las secuencias de los genes del grupo de transposasas IS110_I de F. 
nodosum y secuencias relacionadas. La identificación de las transposasas 
utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.16). 
Línea roja, F. nodosum; línea discontinua amarilla, Firmicutes; línea 
continua gris, otras secuencias cercanas de la división Thermotogae. 
 
  








Figura 4.18.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. nododum y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS110_I. Los cuadrados 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa 228_Fn de F. nodosum en relación al genoma completo de 
cada especie. La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma 



















































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.20.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
las secuencias de genes del grupo de transposasas IS110_II de 
Fervidobacterium y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.19). Línea roja, F. nodosum; línea verde, F. pennivorans; línea 
púrpura, F. islandicum; línea discontinua amarilla, Thermosipho; línea 










Figura 4.21.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre Fervidobacterium y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS110_II. Los cuadrados 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa 1327_Fn de F. nodosum en relación al genoma completo de 
cada especie. La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma 
nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.19). 
 
  


















































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.23.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas IS110_III de 
Fervidobacterium y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.22). Línea roja, F. nodosum; línea verde, F. pennivorans; líneas 
continuas en gris, otras secuencias cercanas de la división Thermotogae. 
  








Figura 4.24.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre Fervidobacterium y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS110_III. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de Fervidobacterium, en relación al genoma completo 
de cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 253_Fp 
(cuadrados; línea gris claro) y 1382_Fn (círculos; línea gris oscuro). La 
identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que 








































































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.26.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia del gen del grupo de transposasas IS200_I de F. thailandense 
y secuencias relacionadas. La identificación de las transposasas utiliza la 
misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.25). Línea 
continua azul, F. thailandense; línea discontinua amarilla, Thermotoga.; 
línea continua gris, otras secuencias cercanas de la división Thermotogae; 










Figura 4.27.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. thailandense y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS200_I. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa de F. thailandense en relación al genoma completo de cada 
especie. La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma 
nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.25). 
 
  



































































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.29. Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas IS200_II de F. 
thailandense y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.28). Línea continua azul, F. thailandense; línea continua gris, 
otras secuencias cercanas de la división Thermotogae; línea continua 










Figura 4.30.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. thailandense y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS200_II. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de F. thailandense en relación al genoma completo de 
cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 13_Ft 
(cuadrados; línea gris más claro), 18_Ft (rombos; línea gris oscuro), 17_Ft 
(círculos; línea gris medio). La identificación (ID) de las transposasas 
utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.28). 
  































































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.32.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas IS200_III de F. 
islandicum y secuencias relacionadas. La identificación de las transposasas 
utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.31). 
Línea continua púrpura, F. islandicum; línea continua gris, otras 










Figura 4.33.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. islandicum y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS200_III. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de F. islandicum en relación al genoma completo de 
cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 34_Fi 
(cuadrados; línea gris claro), 9_Fi (círculos; línea gris oscuro). La 
identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que 
en el análisis filogenético (Figura 4.31). 
  










































































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.35.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas IS605_II de 
Fervidobacterium y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.34). Línea verde, F. pennivorans; línea azul, F. thailandense; 
línea discontinua amarilla, Firmicutes y Archaea; líneas continuas en gris, 
otras secuencias cercanas de la división Thermotogae. 
 
  




Figura 4.36.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre Fervidobacterium y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS605_II. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de Fervidobacterium en relación al genoma completo 
de cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 555_Fp 
(cuadrados; línea gris claro), 17_Ft (círculos; línea gris medio), 18_Ft 
(rombos; línea gris oscuro), 25_Ft (triángulos; línea negra) y 13_Ft 
(triángulos invertidos; línea discontinua gris claro). La identificación (ID) 
de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis 
filogenético (Figura 4.34). 
Tabla 4.13.  Secuencias repetitivas situadas en el extremo derecho de la IS del grupo de 
transposasas IS605_II detectado en Fervidobacterium y las secuencias 
relacionadas. En la tabla están representadas las secuencias palindrómicas 
del extremo derecho de la IS, su porcentaje de identidad con respecto a la 
secuencia de la transposasa 555_Fp de F. pennivorans y la distancia al 
codón de inicio y terminación de la transposasa. Los números de 
identificación (ID) se corresponden con los utilizados en las figuras de este 
































































































































































































































































Figura 4.38.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas IS605_III de 
Fervidobacterium y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.37). Línea azul, F. thailandense; línea púrpura, F. islandicum; 
línea discontinua amarilla, Thermotoga; líneas continuas en gris, otras 
secuencias cercanas de la división Thermotogae. 
 
  




Figura 4.39.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre Fervidobacterium y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS605_III. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de Fervidobacterium en relación al genoma completo 
de cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 5_Ft 
(cuadrados; línea gris claro), 18_Fi (rombos; línea gris oscuro) y 1_Fi 
(círculos; línea gris medio). La identificación (ID) de las transposasas 
utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.37). 
 
Tabla 4.14.  Secuencias repetitivas situadas en el extremo derecho de la IS del grupo de 
transposasas IS605_III detectado en Fervidobacterium y las secuencias 
relacionadas. En la tabla están representadas las secuencias palindrómicas 
del extremo derecho de la IS, su porcentaje de identidad con respecto a la 
secuencia de la transposasa 5_Ft de F. thailandense y la distancia al codón 
de inicio y terminación de la transposasa. Los números de identificación 
(ID) se corresponden con los utilizados en las figuras de este grupo de 

























































































































































































































































Figura 4.41.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia del gen del grupo de transposasas IS3_I de F. nodosum y 
secuencias relacionadas. La identificación de las transposasas utiliza la 
misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.40). Línea 
continua roja, F. nodosum; línea discontinua amarilla, Thermosipho; línea 
continua gris, otras secuencias cercanas de la división Thermotogae. 
  








Figura 4.42.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. nododum y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS3_I. Los cuadrados 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa 61_Fn de F. nodosum en relación al genoma completo de 
cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 61_Fn 
(cuadrados) y 1584_Fn (círculos). La identificación (ID) de las 
















































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.44.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas IS3_II de F. 
islandicum y secuencias relacionadas. Se presenta un análisis NMDS para 
las dos transposasas detectadas: 15_Fi (A) y 13_Fi (B). La identificación 
de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis 
filogenético (Figura 4.43). Línea continua azul, F. islandicum; línea 
continua gris, otras secuencias cercanas de la división Thermotogae. 
(Continúa en la página siguiente)             ► 
  










Figura 4.45.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. islandicum y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS3_II. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de F. islandicum en relación al genoma completo de 
cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 15_Fi 
(cuadrados; línea gris claro) y 13_Fi (círculos; línea gris oscuro). La 
identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que 
en el análisis filogenético (Figura 4.43). 
 
Tabla 4.16.  Secuencias repetitivas situadas a ambos extremos de la IS del grupo de 
transposasas IS3_II detectadas en F. islandicum y las secuencias 
relacionadas. En la tabla están representadas las IRs del extremo izquierdo 
(A) y del extremo derecho (B) de la IS, su porcentaje de identidad con 
respecto a las secuencias de la transposasa 15_Fi de F. islandicum y la 
distancia al codón de inicio y terminación de la transposasa. Los números 
de identificación (ID) se corresponden con los utilizados en las figuras de 
este grupo de transposasas. (Página siguiente).            ► 












































































































































































































































Figura 4.47.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia del gen del grupo de transposasas IS3_III de F. islandicum y 
secuencias relacionadas. La identificación de las transposasas utiliza la 
misma nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.46). Línea 










Figura 4.48.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. islandicum y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas IS3_III. Los cuadrados 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; la línea indica las estimaciones de divergencia de 
la transposasa de F. islandicum en relación al genoma completo de cada 
especie. La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma 
nomenclatura que en el análisis filogenético (Figura 4.46). 
  







































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.50.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes de la familia de transposasas IS4 de F. 
thailandense y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.49). Línea continua azul, F. thailandense.  








Figura 4.51.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. thailandense y genes 
relacionados dentro de la familia de transposasas IS4. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de F. thailandense en relación al genoma completo de 
cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 8_Ft 
(cuadrados; línea gris claro), 4_Ft (círculos; línea gris medio), 30_Ft 
(rombos; línea gris oscuro) y 26_Ft (triángulos; línea negra). La 
identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que 






















































































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.53.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas tipo A de F. 
pennivorans y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 
(Figura 4.52). Línea continua verde, F. pennivorans; línea discontinua 
amarilla, Thermosipho; línea continua gris, otras secuencias cercanas de la 
división Thermotogae. 
  








Figura 4.54.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. pennivorans y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas tipo A. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de F. pennivorans en relación al genoma completo de 
cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 20_Fp 
(cuadrados; línea gris claro) y 343_Fp (círculos; línea gris oscuro). La 
identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura que 






















































































































































































































































































































































































































































































































































Figura 4.56.  Análisis multivariable (NMDS) de las frecuencias de tetranucleótidos para 
la secuencia de los genes del grupo de transposasas tipo B de F. 
pennivorans y secuencias relacionadas. La identificación de las 
transposasas utiliza la misma nomenclatura que en el análisis filogenético 











Figura 4.57.  Medidas cuantitativas de divergencia K-L entre F. pennivorans y genes 
relacionados dentro del grupo de transposasas tipo B. Los símbolos 
representan estimaciones de divergencia por pares entre genes que 
codifican transposasas; las líneas indican las estimaciones de divergencia 
de las transposasas de F. pennivorans en relación al genoma completo de 
cada especie. Las divergencias se calcularon con respecto a 1606_Fp 
(cuadrados; línea gris claro), 380_ Fp (rombos; línea gris oscuro), 
1737_Fp (círculos; línea gris medio) y 1065_ Fp (triángulos; línea negra). 
La identificación (ID) de las transposasas utiliza la misma nomenclatura 
que en el análisis filogenético (Figura 4.55). 
  






































































































































































































































































































































Viscosidad celular en procariotas y 
termoestabilidad de biomoléculas  








Algunas biomoléculas de bajo peso molecular, como por ejemplo el NAD(P)H, 
son inestables a altas temperaturas. Las consecuencias de este hecho sobre los 
microorganismos termófilos son desconocidas. Este estudio presenta un análisis 
de la estabilidad del NADH a diferentes temperaturas y viscosidades. La tasa de 
degradación de NADH incrementaba al aumentar la temperatura, mientras que al 
aumentar la viscosidad, la estabilidad del NADH aumentaba. En contra de lo 
establecido a partir de estudios en soluciones acuosas diluidas, el mantenimiento 
de viscosidades celulares relativamente elevadas podría resultar en una mayor 
estabilidad de biomoléculas de bajo peso molecular (por ejemplo, NADH) a 
altas temperaturas. El uso de un rotor molecular fluorescente permitió evaluar la 
viscosidad celular en diversos procariotas abarcando el rango de crecimiento de 
10 a 100ºC. Algunos mesófilos mostraron la capacidad de cambiar su viscosidad 
celular dependiendo de la temperatura de crecimiento. Los termófilos y 
termófilos extremos presentaban una viscosidad celular relativamente elevada, 
sugiriendo que este mecanismo puede ser una estrategia para prosperar a altas 
temperaturas. Los resultados corroboran la capacidad de termófilos y termófilos 
extremos (temperatura de crecimiento 50-80ºC) para estabilizar y utilizar 
biomoléculas de bajo peso molecular que generalmente son consideradas 
inestables y de uso universal. Según nuestro conocimiento, este estudio presenta 
las primeras medidas de viscosidad celular en procariotas y demuestra que la 
viscosidad celular depende de la especie y la temperatura de crecimiento.  
 





El límite superior de temperatura a la que los microorganismos pueden crecer ha 
sido ampliamente discutido (Cowan, 2004; Stetter, 1999). Actualmente, es 
conocida la existencia de proliferación celular a 122ºC; como es el caso de 
Methanopyrus kandleri cepa 116, aislado de fuentes hidrotermales de 
profundidades abisales marinas (Takai et al., 2008). Estos microorganismos 
utilizan básicamente las mismas biomoléculas y su maquinaria metabólica es 
similar a la de todos los demás seres vivos (Cowan, 2004; Stetter, 1999). Sin 
embargo, algunas de las biomoléculas necesarias para el funcionamiento celular 
y el crecimiento (por ejemplo, dinucleótidos de nicotinamida, adenosín trifosfato 
y fosforribosil fosfato, entre otras) son inestables a altas temperaturas (Daniel y 
Cowan, 2000). Por lo tanto, cabría esperar la existencia de mecanismos que 
proporcionen estabilidad a determinadas biomoléculas esenciales de modo que la 
vida pueda ser posible en ambientes de alta temperatura (Stetter, 1999; White, 
1984). 
 
Existen numerosos estudios que han intentado explicar la estabilidad a altas 
temperaturas de macrobiomoléculas esenciales, tales como ADN y proteínas 
(Grogan, 1998; Vieille y Zeikus, 2001). La estabilidad de ciertas proteínas en 
condiciones de alta temperatura se consigue por mecanismos intrínsecos 
(modificaciones en su secuencia y estructura) y por mecanismos extrínsecos 
(interacciones que dependen de la composición de la solución) (Vieille y Zeikus, 
2001; Lee et al., 2002). Investigaciones sobre la termoestabilidad de proteínas a 
altas temperaturas han explicado aspectos relevantes de su funcionalidad en 
condiciones extremas (Vieille y Zeikus, 2001). 
 
Sin embargo, las células también dependen de otras biomoléculas pequeñas, de 
bajo peso molecular, como distintos cofactores que intervienen en reacciones 
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redox y de obtención de energía, necesarios para el funcionamiento celular. 
Algunas de estas moléculas son muy inestables a temperaturas elevadas (Stetter, 
1999; Hudson et al., 1993) lo que sugiere que deben existir mecanismos para 
que los organismos termófilos superen esta limitación a alta temperatura (Daniel 
y Cowan, 2000). Por ejemplo, aunque algunos factores como el pH y ciertos 
iones influyen en la estabilidad de NADH (Rover et al., 1998), no se conocen 
mecanismos que expliquen la estabilidad del NADH a temperaturas elevadas 
(Stetter, 1999; Daniel y Cowan. 2000). Comprender los fenómenos que 
proporcionan termoestabilidad a las pequeñas biomoléculas es crucial para 
explicar cómo los microorganismos termófilos son capaces de vivir a 
temperaturas elevadas (Cowan, 2004). 
 
Las células de determinados microorganismos acumulan solutos compatibles 
específicos bajo estrés osmótico (da Costa et al., 1998; Calderón et al., 2004). 
Varios estudios han demostrado que algunos solutos compatibles también son 
acumulados en el citoplasma de organismos hipertermófilos en condiciones de 
estrés térmico (Empadinhas et al., 2006; Martins et al., 1997; Santos y da Costa, 
2001). Además, algunas enzimas a altas temperaturas mantienen su estabilidad 
in vitro en presencia de solutos compatibles como la betaína, colina, 1-gliceril-1-
mio-inositil fosfato, glicina, ectoína o trehalosa, entre otros (Empadinhas et al., 
2006; Santos y da Costa, 2001; Caldas et al., 1999; Knapp et al., 1999). A pesar 
de estos resultados, los mecanismos por los que estos solutos confieren 
estabilidad térmica siguen siendo desconocidos. 
 
Tal y como sugiere el modelo de "molecular crowding", el citoplasma de las 
células puede considerarse como una solución altamente concentrada de 
multitud de moléculas que interaccionan entre sí (Goodsell, 1993; Luby-Phelps, 
2000; Spitzer, 2011). Por tanto, su consistencia sería más parecida a un gel 
viscoso que una solución acuosa (Luby-Phelps, 2000; Pollack, 2001), lo que 
puede influir en diferentes propiedades celulares (Zimmerman et al., 1993). Por 
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ejemplo, se ha demostrado que la viscosidad juega un papel importante en el 
mantenimiento de la estructura y funciones de las células (Pollack, 2001; 
Dijksterhuis et al., 2007; Sun, 2000). La viscosidad disminuye con la 
temperatura (Fogel’son y Likhachev, 2001). Una solución viscosa reduce 
enormemente los impactos entre biomoléculas lo que resultaría en una mayor 
estabilidad (Finkelstein et al., 2007; Rauscher et al., 2011). Un aumento de la 
temperatura provoca una disminución de la viscosidad celular (Fogel’son y 
Likhachev, 2001) y ello podría comprometer la estabilidad molecular y celular. 
 
La viscosidad intracelular influye fuertemente en la difusión y la interacción 
entre las biomoléculas (Luby-Phelps, 2000; Pollack, 2001; Rauscher, et al., 
2011). Sin embargo, estimar la viscosidad intracelular es difícil. La 
determinación de la viscosidad dentro de las células vivas, no puede realizarse 
con los métodos tradicionales (como los viscosímetros mecánicos). Para resolver 
este problema, se ha introducido el uso de métodos ratiométricos de 
fluorescencia que combinan medidas a dos longitudes de onda (Luby-Phelps et 
al., 1993). Más recientemente, el diseño de rotores moleculares fluorescentes ha 
facilitado la determinación de la viscosidad intracelular con mayor precisión 
(Peng et al., 2011). Los rotores moleculares son moléculas fluorescentes que se 
caracterizan por que presentan un dominio en su estructura química cuya 
capacidad de giro depende de las condiciones del medio. Este dominio gira 
libremente en soluciones de baja viscosidad mientras que en los entornos 
viscosos no. Esta rotación es inversamente proporcional a la intensidad de 
fluorescencia emitida. Peng et al. (2011) describió un rotor molecular 
fluorescente de nueva generación, RY3, que presenta dos picos de emisión (456 
nm, azul y 650 nm, rojo) mostrando una fluorescencia mínima en entornos con 
baja viscosidad. La fluorescencia roja aumenta con la viscosidad, mientras que la 
fluorescencia azul permanece constante. La membrana celular es permeable a 
este rotor molecular. La relación entre estas dos medidas representa la base del 
método ratiométrico para determinar la viscosidad intracelular utilizando como 
Capítulo 5 
250 
sensor esa molécula fluorescente (Peng et al., 2011). Hasta la fecha, las medidas 
de viscosidad celular únicamente han sido realizadas en células eucariotas. El 
citoplasma de células en cultivos celulares presenta valores de viscosidad sólo 
ligeramente superiores a los esperados para el agua o soluciones diluidas (Luby-
Phelps et al., 1993). 
 
El objetivo de este estudio es deducir si la viscosidad podría representar un 
factor potencial para mantener, al menos parcialmente, la termoestabilidad de 
pequeñas biomoléculas (por ejemplo, NADH) a temperaturas elevadas. Para 
ello, los experimentos realizados permitieron determinar las tasas de 
degradación de NADH en función de la temperatura y de la viscosidad. Además, 
el análisis de la viscosidad celular en varios procariotas sobre un amplio rango 
de temperatura sirvió para evaluar la relevancia de la estrategia propuesta. 
Llegar a comprender cómo las biomoléculas lábiles de bajo peso molecular 
pueden mantenerse estables a altas temperaturas contribuye a explicar cómo los 
microorganismos termófilos son capaces de prosperar a temperaturas extremas, 
utilizando básicamente las mismas biomoléculas que los organismos mesófilos. 
 
5.3. Materiales y Métodos 
 
La biomolécula de bajo peso molecular seleccionada para el estudio fue el 
NADH (Nicotin Adenin Dinucleótido), debido a la simplicidad de su uso y a su 
menor coste comparado con otras biomoléculas lábiles (Chenault y Whitesides, 
1987). Los experimentos realizados iban destinados a determinar la estabilidad 
del NADH en función de la temperatura y la viscosidad. La viscosidad 
considerada en este estudio es la viscosidad dinámica (nos referiremos a ella en 
adelante como viscosidad; mPa·s). La viscosidad depende de la temperatura 
(Fogel’son y Likhachev, 2001). Las soluciones suplementadas con etilenglicol o 
ectoína proporcionaban las distintas viscosidades necesarias para nuestros 
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experimentos. Analizando muchas otras soluciones pudimos comprobar que la 
mayoría de compuestos ensayados generaban interferencias indeseables durante 
las mediciones de espectrofotometría y fluorescencia. La viscosidad se 
determinó utilizando un micro-viscosímetro VisioLab AMVn (Anton-Paar Inc., 
Graz, Austria) siguiendo las recomendaciones del fabricante. 
 
5.3.1. Efecto de la viscosidad sobre la estabilidad del NADH 
 
Un primer tipo de experimentos tuvo como objetivo determinar el efecto de la 
viscosidad sobre la estabilidad del NADH en un amplio rango de temperatura 
(20-90ºC). Según Hofmann et al. (2010), la forma biológicamente oxidada 
(NAD
+
) no es el intermediario principal. Los principales productos de la 
degradación térmica del NADH eran consecuencia de la hidrólisis y apertura 
oxidativa del anillo de la nicotinamida reducida (Hofmann et al., 2010). La 
composición de cada una de las soluciones estudiadas incluía tampón fosfato 
(pH 7,7) a concentraciones de 0,05M y 0,1M para las soluciones de etilenglicol 
(50% volumen/volumen) o de ectoína (0,45 mg ml/l), respectivamente. Este 
tampón proporcionaba máxima estabilidad al NADH (Rover et al., 1998). Una 
solución de agua tamponada que carecía de esos compuestos (etilenglicol y 
ectoína) sirvió de control. La adición de NADH (1 mM, concentración final) 
iniciaba el experimento. Los experimentos consistían en tres réplicas 
independientes para cada solución en un rango de temperatura que iba desde 20 
a 90ºC. Para medir la degradación del NADH se recogieron alícuotas a lo largo 
del tiempo de incubación hasta un máximo de 30-50 h, o hasta que el NADH 
descendía a niveles indetectables. La cuantificación de NADH por 
espectrofotometría (340 nm; Wu et al., 1986) utilizando un Nanodrop 2000c 
(Thermo Fisher Scientific, Wilmington, Delaware, Estados Unidos) 
proporcionaba los datos para el cálculo de la pendiente de degradación que 
seguía una cinética de primer orden. La tasa de degradación de NADH puede 
calcularse por regresión lineal (Sokal and Rohlf, 1995) del logaritmo neperiano 
Capítulo 5 
252 
de los datos de concentración de NADH frente al tiempo de incubación. Las 
pendientes de valor absoluto alto corresponden a tasa de degradación alta y a una 
menor estabilidad. Los análisis estadísticos utilizados fueron las comparaciones 
entre coeficientes de regresión y análisis de varianza según Sokal y Rohlf 
(1995).  
 
5.3.2. Efecto directo de la viscosidad sobre la degradación del 
NADH 
 
Un segundo tipo de experimentos tuvo como objetivo determinar el efecto 
directo de la viscosidad en la degradación del NADH a una temperatura 
constante. En estos experimentos, las soluciones con diferentes viscosidades 
utilizadas correspondían a las siguientes concentraciones de etilenglicol: 0 (sin 
etilenglicol), 10, 20, 30, 40, 50 y 60% (volumen/volumen). Las temperaturas 
ensayadas para determinar la tasa de degradación de NADH a esas diferentes 
viscosidades fueron 20, 50, 70 y 90ºC. En el párrafo anterior ya han sido 
descritas las condiciones del ensayo. A diferencia del primer tipo de 
experimentos (párrafo anterior), este segundo tipo permitía evaluar el efecto de 
la viscosidad a una temperatura determinada. 
 
5.3.3. Determinación de la viscosidad intracelular 
 
Para estimar la viscosidad intracelular utilizamos el rotor molecular fluorescente 
RY3 (Peng et al., 2011). La síntesis del colorante RY3 ha sido descrita 
previamente por Peng et al. (2011). Las cepas utilizadas en las medidas de 
viscosidad celular fueron las bacterias Escherichia coli K12 (CECT 433) (20, 
30, 40ºC), Pseudomonas aeroginosa PAO1 (CECT 4122) (20, 40ºC), 
Lactococcus lactis lactis (CECT 4433) (10, 15, 20, 30, 40ºC), Geobacillus 
thermoglucosidasius (CECT 4038) (50, 60, 70ºC) y Fervidobacterium 
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thailandense FC2004 (JCM 18757) (60ºC, 70ºC, 80ºC); y la arquea Pyrococcus 
furiosus (DSM 3638) (70, 80, 90, 99ºC). Las temperaturas de crecimiento de 
estas especies cubren el rango de temperatura de 10 a 100ºC. Cada cepa fue 
cultivada en un medio de cultivo recomendado y a temperaturas determinadas 
(indicadas entre paréntesis) dentro de su rango de crecimiento. Las células se 
recogieron por centrifugación seguido por un lavado con solución salina (0,9% 
NaCl) o una solución de sales para especies marinas (medio de cultivo 
recomendado sin los componentes orgánicos). Las suspensiones celulares (con 
una densidad óptica igual a 1) fueron incubadas con el rotor molecular RY3 (5 
μM, concentración final) (Peng et al., 2011) a la temperatura de crecimiento 
durante 1 hora. Las medidas de fluorescencia ratiométricas siguieron el método 
descrito por Peng et al. (2011). RY3 presenta picos de excitación a 400 nm y de 
emisión a 456 (azul) y 650 nm (rojo). La intensidad (I) de emisión azul es 
insensible a los cambios en la viscosidad y la intensidad de fluorescencia roja 
aumenta con la viscosidad. Las medidas ratiométricas siguen una relación lineal 
con respecto a la viscosidad, de manera que la relación lineal entre log(I650/I456) y 
log(viscosidad) sigue el modelo de Föster-Hoffmann (Förster y Hoffmann, 
1971). Medidas con diferentes soluciones de etilenglicol (de 10 a 60%) sirvieron 
para realizar esta calibración. Los datos de viscosidad y temperatura de 
crecimiento se relacionaron a través de una curva de ajuste no lineal siguiendo la 
función Log-Normal (3 parámetros) disponible en el software SigmaPlot (Systat 
Software Inc., Londres, Reino Unido).  
 
Para estimar la posible interferencia entre el rotor molecular RY3 y las 
biomoléculas presentes en las células, se realizaron medidas del tiempo de vida 
de la fluorescencia (“time-resolved lifetime fluorescence”) utilizando un módulo 
para el recuento de fotones en función del tiempo de emisión (Fluorohub; Horiba 
Jobin Yvon, Edison, Nueva Jersey, Estados Unidos). La excitación óptica de las 
muestras, realizada con pulsos de 900 ps de duración producidos con un láser 
configurable (SC400; Fianium, Southampton, Reino Unido) a una longitud de 
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onda de 633 nm, dio lugar a la fluorescencia detectada a una longitud de onda de 




fue el modelo seguido para obtener el mejor ajuste (1,1<χ2<1,3) de las curvas de 
decaimiento de fluorescencia de RY3. La variable avg representa el tiempo 
medio de decaimiento de la intensidad de fluorescencia ponderada de acuerdo 
con la fórmula: 
 




La persistencia del NADH fue analizada en soluciones con diferentes 
viscosidades dentro de un amplio rango de temperatura (20-90ºC). La Figura 5.1 
muestra las relaciones entre temperatura y viscosidad para las soluciones 
utilizadas en este estudio. La viscosidad del agua disminuye tres veces de 20 a 
80ºC. Las soluciones utilizadas con etilenglicol y ectoína permitieron obtener las 
viscosidades necesarias por encima de la referencia de los valores 
correspondientes al agua. 
 
5.4.1. Efectos de la temperatura y la viscosidad en la 
degradación del NADH  
 
La estabilidad del NADH a diferentes viscosidades y temperaturas a lo largo del 
tiempo mostró un patrón similar en soluciones de etilenglicol (50%, 
concentración final) o ectoína (0,45 mg ml/l) (Figura 5.2). A la temperatura más 
baja ensayada (20ºC) el NADH permanecía estable durante el período de tiempo 








Figura 5.1.  Efecto de la temperatura sobre la viscosidad de las diferentes soluciones 
utilizadas en este estudio: agua tamponada (línea discontinua azul claro), 
ectoína (0,45 mg/ml; línea discontinua azul con rombos), etilenglicol 10% 
(línea continua naranja con triángulos), 20% (línea continua verde con 
cuadrados), 30% (línea continua rosa con rombos), 40% (línea continua 
verde con círculos), 50% (línea continua púrpura con triángulos) y 60% 
(línea continua amarilla con cuadrados) ); ectoína (0,45 mg/ml; línea 
discontinua azul con rombos). Las barras de error (cubiertas por los 






Figura 5.2.  Estabilidad de NADH en función de la temperatura en  solución tampón 
(líneas discontinuas y símbolos abiertos) y en soluciones de mayor 
viscosidad (líneas continuas con símbolos rellenos) con etilenglicol (A) o 
ectoína (B). Las temperaturas ensayadas fueron: 20ºC (círculo azul 
oscuro), 40ºC (cuadrado azul claro), 50ºC (rombo verde), 60ºC (triángulo 
amarillo), 70ºC (cuadrado rojo), 80ºC (rombo lila claro) y 90ºC (triángulo 
púrpura). Las barras de error indican la desviación estándar. 
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analizado en este estudio tanto en el agua tamponada como en la solución de 
etilenglicol (Figura 5.2A). El aumento de la temperatura dio lugar a un acusado 
aumento de la degradación del NADH. A temperaturas de 50ºC y superiores 
(hasta 90ºC) las tasas de degradación de NADH en soluciones con viscosidad 
elevada (soluciones con etilenglicol) eran significativamente más bajas (en 
valores absolutos) que en las soluciones control, de baja viscosidad (agua 
tamponada), a una misma temperatura (P <0,001) (Figura 5.2A). 
 
La tasa de degradación de NADH en las soluciones de ectoína (viscosidad alta) 
era menor (P <0,001) que en las soluciones que carecían de ectoína (en 
soluciones control de baja viscosidad) en el rango de temperatura desde 40 a 
80ºC (Figura 5.2B). A 20ºC, el NADH se mantuvo aproximadamente constante a 
lo largo del experimento pero al aumentar la temperatura las tasas de 
degradación de NADH aumentaban (Figura 5.2B). 
 
5.4.2. Estabilización del NADH mediante el aumento de la 
viscosidad  
 
Estos experimentos, diseñados para evaluar la estabilización del NADH debido a 
la viscosidad, se realizaron a cuatro temperaturas diferentes (20, 50, 70, y 90ºC). 
La Figura 5.3 presenta estos resultados. A 90ºC, el aumento de la viscosidad dio 
lugar a una disminución de la tasa de degradación de NADH para un rango de 
viscosidad desde 0,4 a 1,1 mPa·s. A 70 y 50ºC, un aumento de la viscosidad 
también dio lugar a un descenso de las tasas de degradación de NADH con 
viscosidades entre 0,5-1,5 mPa·s y 0,6-2,4 mPa·s, respectivamente. A una 
temperatura determinada (a 50ºC y superiores), el aumento de la viscosidad 
resultaba en una mayor estabilidad del NADH (Figura 5.3). A 20ºC, el NADH 
prácticamente no decayó durante estos experimentos en un rango de viscosidad 







Figura 5.3.  Estabilidad del NADH en función de la viscosidad ensayada a distintas 
temperaturas (20, 50, 70 y 90ºC). Las soluciones con distinta viscosidad 
presentan concentraciones crecientes de etilenglicol (concentraciones 
finales): 0% (solución tampón sin etilenglicol; línea discontinua azul con 
círculos abiertos), 10% (línea verde con cuadrados), 20% (línea verde con 
triángulos), 30% (línea verde con rombos), 40% (línea roja con 
cuadrados), 50% (línea roja con triángulos) y 60% (línea roja con rombos). 
Las barras de error indican la desviación estándar. 
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Comparativamente, las diferencias en las tasas de degradación de NADH a la 
viscosidad más baja y más alta disminuían a medida que la temperatura era más 
baja (Figura 5.4). A baja viscosidad (por ejemplo, a aproximadamente 0,5 
mPa·s) el efecto de la temperatura era drástico, como podemos observar a 90ºC, 
donde la tasa de degradación de NADH alcanzaba valores de hasta 16 h
-1
. Al 
comparar estos efectos a viscosidades altas (alrededor de 1,5 mPa·s), el NADH 
permanecía mucho más estable a lo largo de todo el rango de temperatura 
estudiado (20-90ºC) mostrando una tasa de degradación nula (a 20ºC) o por 
debajo de 3 h
-1
 (a temperaturas más altas). 
 
Las curvas de la velocidad de descomposición del NADH frente a la viscosidad 
(Figura 5.4) mostraban una reducción en la degradación del NADH a medida 
que la viscosidad aumenta. Las curvas a las temperaturas ensayadas (Figura 5.4) 
apuntaban hacia valores mínimos de degradación de NADH a valores cada vez 
más altos de viscosidad y hacia aumentos drásticos de las tasas de degradación 
de NADH a viscosidades bajas y altas temperaturas. 
 
5.4.3. Viscosidad celular  
 
Las distintas cepas procariotas estudiadas mostraron diferente viscosidad celular. 
La Figura 5.5 presenta estimaciones de la viscosidad en función de la 
temperatura de crecimiento para diferentes procariotas. Escherichia y 
Pseudomonas, con un rango de temperatura de crecimiento entre 20 y 40ºC, 
presentaban valores de viscosidad celular muy similares y bajos, con valores 
similares a los del agua. Lactococcus presentaba una gran variación de la 
viscosidad celular a diferentes temperaturas. Por ejemplo, las células de 
Lactococcus cultivadas a la temperatura de ensayo más baja (10ºC) mostraban 
una viscosidad muy por debajo de la que presentaban esas mismas células 
cuando eran cultivadas a 15-20ºC. El pico de máxima viscosidad para 








Figura 5.4.  Relación entre la tasa de degradación de NADH y la viscosidad. Las 
temperaturas de ensayo fueron: 20 (línea y círculos azules), 50 (línea y 
cuadrados verdes), 70 (líneas y triángulos rojos) y 90ºC (línea y rombos 
púrpuras). Concentraciones crecientes de etilenglicol (0, 10, 20, 30, 40, 50 
y 60%; concentración final) proporcionaron los diferentes valores de 
viscosidad. Los símbolos abiertos representan las soluciones control sin 
etilenglicol. Las soluciones con idéntica concentración de etilenglicol 
están unidas por líneas discontinuas. Las tasas de degradación se presentan 
en valor absoluto ordenadas de menor (arriba) a mayor (abajo). Las barras 
de error indican la desviación estándar aunque están cubiertas por los 












Figura 5.5.  Relación entre viscosidad celular y temperatura de crecimiento en varios 
procariotas. Escherichia coli (triángulos verdes abiertos), Pseudomonas 
aeruginosa (círculos verdes abiertos), Lactococcus lactis (círculos azules), 
Geobacillus thermoglucosidasius (cuadrados grises), Fervidobacterium 
thailandense (triángulos lilas) y Pyrococcus furiosus (rombos rojos). La 
curva de ajuste para los datos de Lactococcus, Geobacillus y 
Fervidobacterium está también representada (línea continua en negro). Las 
líneas que relacionan la viscosidad del agua (línea discontinua azul claro) 
y del etilenglicol al 60% (línea discontinua azul oscuro) con la temperatura 
están incluidas como referencia. Las barras de error indican la desviación 






células de Lactococcus a 10ºC podría explicarse por una adaptación fisiológica 
al límite impuesto por el aumento exponencial de la viscosidad a temperaturas 
bajas. Geobacillus es una bacteria termófila cultivada en estos experimentos 
desde 50 a 70ºC. Geobacillus presentaba menor viscosidad celular que 
Lactococcus pero mayor que las células de Fervidobacterium, crecidas desde 60 
a 80ºC. Las células de Pyrococcus cultivadas desde 70 a 99ºC presentaban los 
valores más bajos de viscosidad determinados durante este estudio y se 
aproximaban a los valores de viscosidad esperados para el agua en el rango de 
temperatura ensayado.  
 
La Figura 5.5 incluye las líneas correspondientes a la relación entre viscosidad y 
temperatura para el agua y para la solución al 60% de etilenglicol, que son las 
referencias indicativas del agua y de condiciones de alta viscosidad, 
respectivamente, utilizadas en los experimentos de degradación de NADH 
descritos en este estudio. Esta figura también incluye la línea resultante del 
análisis de ajuste no lineal para los datos de Lactococcus, Geobacillus y 
Fervidobacterium (P<0,0001; r=0,95; n=11). La viscosidad celular estimada 
para Escherichia, Pseudomonas y Pyrococcus se situaba en el rango de 
viscosidad esperada para el agua a sus temperaturas de crecimiento. 
Lactococcus, Geobacillus y Fervidobacterium presentaban valores de viscosidad 
celular mucho más altos que el agua a sus temperaturas de crecimiento, 
mostrando valores aproximados al rango de viscosidad correspondiente a una 
solución de etilenglicol al 60%. 
 
Las curvas de decaimiento de la fluorescencia (Figura 5.6) demostraron que no 
existía interferencia entre el colorante RY3 y las macromoléculas (por ejemplo, 
proteínas) presentes en las células. Si hubiese interferencias de este tipo cabría 
esperar una tasa de decaimiento de la fluorescencia más rápida como 
consecuencia de fenómenos de interferencia de la fluorescencia tipo 
“quenching” durante las medidas. Las curvas obtenidas presentan patrones  





































Figura 5.6.  Curva de decaimiento de fluorescencia de RY3 para células de Pyrococcus 
furiosus a 30 y 80ºC (A y B, respectivamente) y células de Lactococcus 
lactis a 30ºC (C). Para cada una de las gráficas se representan los datos de 
la muestra (▬) y su ajuste (▬), del control (▬) y su ajuste (▬) y la 
función de respuesta instrumental (IRF;▬). Las diferencias residuales 
entre datos y ajuste también quedan reflejadas en cada una de las figuras.  
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similares en las diferentes condiciones ensayadas (con y sin células y para 
diferentes tipos de células, Pyrococcus y Lactococcus). Las estimaciones de avg 
eran menores a temperaturas elevadas (Figura 5.6). El valor de avg para las 
células de Pyrococcus fue mayor que para el control, sin células. Para 
Lactococcus, el valor de avg era elevado, lo que correspondía con la elevada 




Determinadas biomoléculas que son necesarias para el funcionamiento de la 
célula muestran inestabilidad a altas temperaturas in vitro (Stetter, 1999; Daniel 
y Cowan, 2000). Sin embargo, todos los organismos celulares, incluyendo los 
termófilos, utilizan básicamente los mismos tipos de biomoléculas. Existen 
varios estudios que han intentado aclarar este tema centrándose principalmente 
en la estructura de las proteínas (Vieille y Zeikus, 2001; Berezovsky y 
Shakhnovich, 2005; Lee et al., 2002). No obstante, además de proteínas, el 
funcionamiento de la célula requiere de numerosas biomoléculas de bajo peso 
molecular. Daniel y Cowan (2000) han citado, por ejemplo, que el NADH es 
inestable a temperaturas elevadas. La molécula de NADH es esencial para las 
células, ya que participa en numerosos procesos del metabolismo central que 
implican transferencia de electrones. Este estudio muestra evidencia de la 
influencia de la viscosidad celular sobre la estabilidad de biomoléculas de bajo 
peso molecular a temperaturas elevadas, tomando como modelo la molécula de 
NADH. 
 
La inestabilidad térmica del NADH (Stetter, 1999; Daniel y Cowan, 2000; 
Rover et al., 1998) ha sido confirmada en este estudio, mostrando mayor 
degradación al aumentar la temperatura. A temperaturas de 50ºC y superiores, el 
NADH mostraba una clara disminución en el tiempo, lo que confirmaba 
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observaciones anteriores (Hofmann et al., 2010). El aumento de la viscosidad 
daba como resultado un aumento en la estabilidad del NADH a varias 
temperaturas. Las soluciones viscosas (con viscosidad mayor que el agua) 
utilizadas en los ensayos, contenían diferentes concentraciones de etilenglicol o 
ectoína. Ésta última, por ejemplo, se ha descrito como soluto compatible en 
células termófilas, pudiendo ser sintetizada por las células o captada del medio. 
La ectoína contribuye a la supervivencia de las células cuando aumenta la 
temperatura (Bursy et al., 2008; García-Estepa et al., 2006). Estudios previos 
han propuesto otras estrategias para superar la inestabilidad de las biomoléculas 
a alta temperatura pero los mecanismos reales aún no han sido resueltos (Cowan, 
2004; Daniel y Cowan, 2000). Un trabajo previo (Dijksterhuis et al., 2007) ha 
descrito la asociación entre la alta viscosidad y la adaptación al estrés térmico en 
esporas de hongos, lo cual representa un ejemplo de que el mantenimiento de la 
viscosidad podría facilitar la resistencia de las células a largo plazo y la 
estabilidad térmica de sus biomoléculas. Como consecuencia, cabría sugerir que 
la acumulación de una gran variedad de solutos en las células termófilas podría 
ser un mecanismo para mantener la viscosidad del citoplasma y compensar, al 
menos parcialmente, la esperada disminución de la viscosidad en el interior 
celular debida al aumento de la temperatura. 
 
La viscosidad disminuye considerablemente con la temperatura y, por tanto, se 
espera que la vida a altas temperaturas esté adaptada a este fenómeno. Los 
resultados han demostrado que las soluciones viscosas contribuyen 
significativamente a aumentar la estabilidad del NADH a altas temperaturas. 
Como consecuencia, el mantenimiento de la viscosidad en el citoplasma de los 
microorganismos termófilos podría representar un mecanismo para aumentar la 
estabilidad de biomoléculas de bajo peso molecular a temperaturas elevadas. 
 
Con el fin de evaluar la relevancia de la viscosidad celular para estabilizar 
biomoléculas de bajo peso molecular a altas temperaturas, medimos la 
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viscosidad celular en distintos procariotas utilizando un nuevo rotor molecular 
fluorescente. Este estudio es el primero, hasta donde conocemos, en comparar la 
viscosidad celular en procariotas en un amplio rango de temperatura (de 10 a 
100ºC). Estos resultados indicaron que la viscosidad celular (i) depende de la 
especie y (ii) que puede depender de la temperatura de crecimiento. 
 
En este estudio hemos observado dos estrategias básicas de la viscosidad celular 
en procariotas: 1) especies que mantienen una viscosidad celular relativamente 
alta (con valores similares a los de una solución de etilenglicol al 60%); y 2) 
especies que presentan una viscosidad celular relativamente baja (en el rango de 
viscosidad del agua y soluciones diluidas). Los procariotas que siguen la primera 
estrategia serían aquellos capaces de superar, al menos parcialmente, la 
inestabilidad de las biomoléculas de bajo peso molecular a altas temperaturas 
manteniendo viscosidades relativamente altas. Esta estrategia se ve apoyada por 
la observación que las células termófilas son capaces de acumular solutos 
orgánicos (Empadinhas y da Costa, 2006; Martins et al., 1997; Santos y da 
Costa, 2001) que podrían regular la viscosidad celular. Este grupo comprende a 
termófilos y termófilos extremos e incluye divisiones taxonómicas tales como 
Firmicutes y Thermotogae entre las especies estudiadas, con temperaturas de 
crecimiento en el rango de 50 a 80ºC. 
 
Un ejemplo interesante en este estudio es Lactococcus, que posee la capacidad 
de variar su viscosidad celular en función de su temperatura de crecimiento y 
presenta viscosidad máxima a 15-20ºC. Lactococcus mostró la capacidad 
adaptativa de modificar drásticamente su viscosidad celular como respuesta al 
crecimiento en condiciones de temperatura baja (10ºC) y moderadamente alta 
(30ºC-40ºC). Según nuestro conocimiento, esta es la primera cita que demuestra 
la capacidad de las células bacterianas de regular su viscosidad celular 
dependiendo de la temperatura de crecimiento. 
 
Viscosidad celular y termoestabilidad 
 
267 
Las gamma-proteobacterias examinadas en este estudio se corresponden con 
bacterias mesófilas típicas, Gram-negativas, y seguían la segunda estrategia. 
Estas especies presentaban una viscosidad celular al nivel del agua en el rango 
de temperatura entre 20 y 40ºC. Estos niveles de viscosidad no presentan un 
compromiso para la estabilidad de las biomoléculas en ese rango de temperatura. 
Sin embargo, la arquea hipertermófila Pyrococcus también mostró viscosidades 
celulares alrededor de los valores esperados para el agua a las temperaturas más 
altas ensayadas. Las curvas de decaimiento de la fluorescencia indican que no 
existe interferencia entre el colorante RY3 y las biomoléculas presentes en las 
células en un amplio rango de temperatura. El parámetro avg obtenido para las 
células de Pyrococcus cultivadas a 80ºC confirmó que estas células presentan 
una viscosidad celular ligeramente por encima del valor de agua; esto sólo puede 
contribuir, como mucho, parcialmente a la estabilización de biomoléculas 
pequeñas a esas temperaturas tan elevadas. La disminución de la viscosidad con 
la temperatura sugiere la existencia de mecanismos fisiológicos distintos o 
complementarios para evitar los efectos de la inestabilidad térmica de 
biomoléculas de bajo peso molecular en microorganismos hipertermófilos 
(>80ºC). Entre algunos de los mecanismos propuestos se encuentran tasas de 
reposición altas, “metabolite channelling” y otras estrategias de estabilización 




La viscosidad celular en los organismos procariotas es dependiente de la especie 
y puede variar como resultado de la temperatura de crecimiento dentro de una 
misma especie. El aumento de la viscosidad celular mejora la estabilidad del 
NADH a alta temperatura. La viscosidad celular observada para los termófilos y 
termófilos extremos (crecimiento óptimo entre 50 y 80ºC) se corresponde con 
valores de viscosidad capaces de proporcionar una eficiente estabilización del 
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NADH y, probablemente, para otras biomoléculas de bajo peso molecular. 
Algunos mesófilos, como Lactococcus, son capaces de modificar la viscosidad 
celular dependiendo de la temperatura de crecimiento, lo que, probablemente, 
podría considerarse como un mecanismo adaptativo al estrés por bajas o altas 
temperaturas. Por otra parte, otras células (Gamma-Proteobacteria, Pyrococcus) 
presentan una viscosidad celular relativamente baja mostrando valores similares 
a los del agua. Este estudio contribuye significativamente a explicar la 
estabilidad de biomoléculas de bajo peso molecular en termófilos y termófilos 
extremos y a determinar la viscosidad celular en procariotas y su variabilidad.  
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Los microorganismos que viven a temperaturas elevadas requieren una serie de 
adaptaciones que han desarrollado a lo largo de su evolución. Hoy en día, el 
estudio de los microorganismos termófilos despierta gran interés ya que son un 
punto clave para comprender el desarrollo de los seres vivos en nuestro planeta, 
los límites que permiten la vida tanto en la Tierra como en otros planetas y las 
numerosas posibles aplicaciones biotecnológicas que pueden tener estos 
microorganismos, sus enzimas y mecanismos adaptativos. El estudio de los 
microorganismos termófilos requiere una aproximación multidisciplinar. El 
presente trabajo es una muestra de esta necesidad y presenta varios análisis 
desde diferentes perspectivas que incluyen áreas tan diversas como por ejemplo, 
la ecología, con el análisis de comunidades microbianas y su diversidad, 
microbiología clásica y taxonomía, incluyendo el cultivo y caracterización de 
microorganismos, genómica, con la secuenciación y análisis de datos de ADN, y 
biofísica, sobre la estabilidad molecular y propiedades físico-químicas que 
permitan explicar el desarrollo de microorganismos a elevadas temperaturas. 
 
En la actualidad, existe un intenso debate sobre cómo se distribuyen los 
microorganismos y qué factores afectan a la composición de las comunidades 
microbianas (Horner-Devine et al., 2004; Whitfield, 2005; Martiny et al., 2006). 
Esto es debido a la complejidad existente en los sistemas naturales por su 
enorme diversidad microbiana y el gran número de factores que afectan dichos 
ecosistemas (Ward, 2006). La temperatura es, por ejemplo, un factor decisivo en 
la distribución de los microorganismos (Brock et al., 1992; Garcia-Pichel et al., 
2013). Los microorganismos termófilos que habitan fuentes termales se 
desarrollan a elevadas temperaturas y se esperaría que lo hiciesen en aquellas 
condiciones a las que se encuentran mejor adaptados. La mayoría de los estudios 
realizados en fuentes termales se centran en datos procedentes de distintas 
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fuentes termales. Nuestro trabajo, llevado a cabo en un sistema natural, una 
fuente termal de Mae Fang, es el primero en investigar un amplio gradiente de 
temperatura (de 50ºC) localizado en una misma fuente termal. Este estudio 
representa un modelo para analizar la distribución de los microorganismos, 
específicamente, en función de la temperatura. 
 
Un resultado importante es que las condiciones ambientales (en este caso la 
temperatura) claramente limitan la distribución de los microorganismos. En el 
sistema modelo estudiado, los microorganismos se distribuyen principalmente de 
acuerdo a la temperatura a la que se encuentran mejor adaptados. Si 
generalizásemos este resultado, podríamos deducir que los factores ambientales 
determinan claramente la distribución de los microorganismos en la naturaleza.  
 
Los microorganismos que constituyen las comunidades microbianas en la fuente 
termal Mae Fang estudiada se encuentran distribuidos siguiendo los límites 
impuestos por las condiciones ambientales y rellenan completamente la zona de 
estudio que incluye un gradiente de 50ºC (desde 39ºC hasta 90ºC). Las 
comunidades se suceden a lo largo del gradiente estudiado y estas sucesiones 
incluyen no sólo factores abióticos (como la influencia crítica de la temperatura) 
sino que sugiere la influencia de fenómenos bióticos que incluyen distintos tipos 
de relaciones entre los microorganismos como, por ejemplo, comensalismo o 
coexistencia y competencia o exclusión. Si comparamos los rangos de 
distribución de cualquiera de los microorganismos detectados con estudios 
similares en cultivos de laboratorio comprobaremos que el rango que permite el 
crecimiento de un microorganismo dado (20-40ºC) (Wiegel, 1990; Madigan et 
al., 2003) es superior al rango que observamos en la naturaleza (generalmente, 
<10ºC en nuestro caso en la fuente termal de Mae Fang). Ello sugiere que cada 
microorganismo únicamente es capaz de desarrollarse allí donde sus condiciones 
de crecimiento son óptimas y se ve desplazado por otros microorganismos mejor 
adaptados cuando las condiciones de temperatura se alejan de esos valores 
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óptimos. En nuestro sistema modelo (fuente termal de Mae Fang) los resultados 
obtenidos indican que la distribución de los microorganismos seguiría modelos 
similares a los establecidos para organismos superiores (Martiny et al., 2006; 
Prosser et al., 2007), respondiendo así a la polémica actual sobre distribución y 
biogeografía microbiana y justificando en parte la elevada diversidad microbiana 
existente en nuestro planeta. 
  
La investigación realizada en la fuente termal de Mae Fang ha servido para 
detectar un fenómeno típico en ecología de organismos superiores pero que no 
se había citado para comunidades microbianas. Se trata del “efecto frontera” 
(Saunders et al., 1991) observado en este estudio a 50ºC y 70ºC. Estas dos 
temperaturas representan posibles límites de adaptación fisiológica necesarias 
para que los microorganismos puedan desarrollarse en las condiciones de 
temperatura existentes. Estas zonas parecen corresponder exactamente con la 
clasificación empírica de los microorganismos en función de su temperatura 
óptima de crecimiento (Pikuta et al., 2007; Itoh y Iino., 2013). Por ejemplo, los 
microorganismos que se desarrollan óptimamente hasta 50ºC serían los 
mesófilos que limitarían con los termófilos que viven entre 50 y 70ºC. A su vez, 
los termófilos se verían restringidos a vivir hasta los 70ºC y a temperaturas más 
elevadas tendrían su hábitat los termófilos extremos e hipertermófilos con 
temperaturas óptimas de crecimiento por encima de los 70ºC. Esta clasificación 
podría deberse a requerimientos adaptativos, uno de los cuales, la 
termoestabilización de biomoléculas, se ha analizado también en este estudio. 
 
El cultivo y aislamiento de microorganismos del ecosistema estudiado ha hecho 
posible un análisis más detallado sobre un determinado microorganismo 
(Palleroni, 1997). En este estudio se ha obtenido y caracterizado una nueva 
especie Fervidobacterium thailandense cepa FC2004. Esta bacteria es un 
termófilo extremo perteneciente a la división Thermotogae. El aislamiento de 
este nuevo microorganismo ha facilitado la secuenciación de su genoma lo que 
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ha permitido un análisis adicional del mismo. Específicamente, se ha analizado 
la posible existencia de fenómenos de transferencia horizontal de información 
genética que, como se ha mencionado, posee un papel decisivo en la evolución 
de los microorganismos. 
 
En la actualidad, un concepto generalizado es que la distribución de diferentes 
genes en arboles filogenéticos daría como resultado una estructura compleja a 
modo de red más que a una imagen de árbol de ramas independientes (Doolittle, 
2000). Esto es debido a la existencia de numerosos casos de HGT entre 
microorganismos, mencionado en el capítulo correspondiente. Sin embargo, la 
detección y evaluación de los fenómenos de HGT resulta aún complicada 
(Ravenhall et al., 2015). En este trabajo hemos observado que el empleo de ISs o 
elementos móviles permitiría obtener una visión amplia sobre la posibilidad de 
ocurrencia de estos procesos de HGT y la detección de los pares de 
microorganismos implicados. Efectivamente, utilizando las secuencias de ISs, 
que son numerosas en el género Fervidobacterium, hemos podido detectar la 
existencia de varios fenómenos de HGT en la historia reciente de las especies de 
Fervidobacterium. Las ISs nos permiten analizar las secuencias de los genes que 
codifican transposasas y las secuencias repetitivas o palindrómicas que los 
flanquean. El grado de homología o conservación de estos fragmentos de ADN 
permite distintas comparaciones y el empleo de diferentes herramientas de 
análisis coincide en apuntar la veracidad de esos intercambios de material 
genético. En este estudio, los análisis que se llevaron a cabo a través de la 
construcción de árboles filogenéticos, el análisis multifactorial de distribución de 
tetranucleótidos, las medidas de divergencia y la similitud de secuencias 
repetitivas, permitieron detectar grupos taxonómicamente independientes 
(pertenecientes a distintas divisiones bacterianas) que presentaban relaciones 
muy próximas. Concretamente, se ha comprobado que el género 
Caldicellulosiruptor (Firmicutes) está muy asociado al género Fervidobacterium 
(Thermotogae) por frecuentes procesos de HGT. 
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La asociación o proximidad física entre distintos microorganismos es una 
condición que se considera necesaria para que pueda existir transferencia de 
material genético a través de procesos de HGT (Hooper et al., 2009). Algunos 
estudios han sugerido que las condiciones de estrés a las que están sometidos los 
microorganismos termófilos, y extremófilos en general, favorecerían la 
transferencia de material genético (van Wolferen et al., 2013; Urbieta et al., 
2015). Estas condiciones extremas podrían implicar un aumento de la presión 
ambiental sobre esos microorganismos para alcanzar un mayor grado de 
adaptación a las necesidades que imponen las condiciones ambientales extremas. 
En nuestro estudio hemos observado que Thermotogae y Firmicutes están 
representados por miembros de la comunidad microbiana entre 70 y 80ºC en la 
fuente termal estudiada. Otros estudios también confirman que 
Fervidobacterium y Caldicellulosiruptor comparten hábitats en otras fuentes 
termales (Kublanov et al., 2009; Sahm et al., 2013). 
 
Gracias a los resultados de distribución bacteriana, hemos comprobado la 
existencia de gran variedad de bacterias que viven a temperaturas elevadas y 
compiten o comparten su hábitat con otros grupos. Para poder desarrollarse a 
esas altas temperaturas, estos microorganismos han de estar adaptados a vivir en 
esas condiciones. Uno de los requisitos básicos que han de satisfacer sería el 
mantenimiento de la estabilidad de sus biomoléculas. Existen numerosos 
trabajos sobre la termoestabilidad de las macromoléculas de importancia 
biológica, como, por ejemplo, proteínas (Vieille y Zeikus, 2001; Kumar et al., 
2010). Sin embargo, se desconocía cómo los microorganismos termófilos 
pueden vivir a elevadas temperaturas y mantener la estabilidad de numerosas 
pequeñas biomoléculas universales (como el NADH, ATP, etc.) cuya 
inestabilidad a esas temperaturas es bien conocida (Daniel y Cowan, 2000). 
Recordemos que los microorganismos termófilos utilizan, básicamente, las 
mismas biomoléculas que el resto de los seres vivos. En nuestro trabajo, hemos 
demostrado que el NADH se estabiliza al aumentar la viscosidad celular. La 
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viscosidad disminuye exponencialmente al aumentar la temperatura (Fogel’son y 
Likhachev, 2001). Sin embargo, nuestros datos muestran que los 
microorganismos termófilos son capaces de mantener la viscosidad celular en 
valores similares o superiores a los del agua a 20ºC, hasta, al menos, 80ºC, lo 
cual es suficiente para garantizar la termoestabilidad del NADH (como modelo 
de estudio). Este mecanismo representaría un sencillo y original mecanismo 
adaptativo que permitiría a los microorganismos termófilos vivir en las 
condiciones de temperatura a las que se desarrollan. 
 
Nuestro estudio es el primero en llevar a cabo medidas de viscosidad celular en 
procariotas. Es destacable que estas determinaciones han demostrado que la 
viscosidad celular depende de la especie que se estudie y, probablemente, el 
factor más decisivo es la temperatura de crecimiento del microorganismo 
estudiado. A este respecto, es muy interesante el caso de Lactococcus lactis. Esta 
especie es capaz de regular la viscosidad celular dependiendo de su temperatura 
de crecimiento, por ejemplo, disminuyendo la viscosidad a temperaturas muy 
bajas. Las bases moleculares de esta regulación aún permanecen sin conocerse, 
pero este mecanismo representaría una clara evidencia de adaptación a la vida o 
supervivencia a bajas temperaturas, y un modelo para el estudio de la adaptación 
al frío en microorganismos psicrófilos. 
 
El estudio de la vida a temperaturas altas abre las puertas al desarrollo de nuevas 
aplicaciones biotecnológicas. Por ejemplo, como fruto de los estudios de 
estabilización térmica de biomoléculas hemos presentado una patente (González 
et al., 2014) sobre la estabilización de moléculas con aplicación en 
procedimientos analíticos, clínicos o en el almacenamiento de compuestos 
orgánicos bajo condiciones adversas (Sauve, 2008). Por otro lado, la 
caracterización de F. thailandense y la secuenciación de su genoma permiten la 
detección de actividades enzimáticas y de los genes correspondientes con 
potencial biotecnológico. Este interés biotecnológico es debido a la estabilidad y 
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durabilidad que generalmente presentan las enzimas de bacterias termófilas. Por 
ejemplo, F. thailandense presenta actividad queratinasa (Romruen et al., 2016) 
lo que puede ser utilizado para el reciclaje de residuos (especialmente plumas) 
en el sector de curtido de pieles, en la industria textil y en granjas avícolas 
(Gupta et al., 2013). Además, otras de las actividades enzimáticas detectadas en 
esta bacteria termófila son la capacidad para degradar almidón, celobiosa o 
carboximetilcelulosa, por lo que esta cepa podría ser de utilidad para la 
transformación de polisacáridos, por ejemplo, en el tratamiento de residuos 





El trabajo realizado ha dado lugar a las siguientes conclusiones principales:  
 
- Los factores ambientales abióticos (temperatura) y bióticos (competencia y 
coexistencia) compartimentan la distribución de los microorganismos en la 
naturaleza siguiendo un modelo altamente estructurado y comparable a 
organismos superiores. Este trabajo contribuye significativamente a explicar la 
elevada complejidad y diversidad existente en el mundo microbiano. 
 
- Fervidobacterium thailandense FC2004 es una nueva especie bacteriana 
termófila extrema y anaeróbica, aislada de una fuente termal de Mae Fang 
(Tailandia). 
 
- Los genes que codifican transposasas representan un modelo adecuado para 
detectar fenómenos de transferencia horizontal entre microorganismos 
filogenéticamente distantes e identificar los taxones implicados. En el caso del 
genero Fervidobacterium, se observaron diversos fenómenos de HGT 
destacando su relación con Caldicellulosiruptor (Firmicutes).  
 
- El mantenimiento de la viscosidad celular representa una estrategia para 
estabilizar moléculas de bajo peso molecular (por ejemplo, NADH) en 
microorganismos termófilos hasta temperaturas de 80ºC. Algunas bacterias 
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